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1 ABSTRACT 
Intracellular  proteolysis  is  critical  for  controlling  pathways  such  as  cell  cycle,  cell 
growth  and  differentiation,  apoptosis,  regulation  of  transcriptional  factors, 
carcinogenesis,  removal  of  misfolded  or  damaged  proteins,  immune  and 
inflammatory  response.  Consequently,  alteration  in  protein  degradation  processes 
would inevitably lead to pathologic conditions. In fact, the accumulation of damaged 
proteins  promotes  the  formation  of  toxic  aggregates  which  alter  normal  cellular 
metabolism  ultimately  triggering  apoptotic  events.  The main  structure  responsible 
for the degradation of most of the cytosolic and nuclear proteins in eukaryotic cells is 
the  proteasome.  This  complex  regulates  several  cellular  pathways  such  as  genes 
transcription, signal transduction, the immune response, carcinogenesis, cell division, 
DNA  repair,  morphogenesis  of  neuronal  networks,  biogenesis  of  organelles  and 
apoptotic processes. Among proteasome substrates are  included oxidized, damaged 
and  misfolded  proteins,  the  inhibitor  of  nuclear  factor  κB  (NFκB;  IκB),  the  tumor 
suppressor  p53,  the  cyclin‐dependent  kinase  inhibitors  p21  and  p27  and  the 
proapoptotic  protein  Bax.  All  these  activities  make  the  proteasomal  complex  an 
attractive  field  of  research  particularly  for  its  implications  in  the  onset  of 
neurodegenerative  diseases  and  cancer.  In  fact,  Alzheimer’s  disease,  Parkinson’s 
disease  and  prion  disorders  present  an  altered  proteasome  functionality  as  a 
common  hallmark  that  further  contributes  to  the  deposition  of  toxic  protein 
aggregates. Furthermore, the modulation of proteasome activity is also considered a 
potential  strategy  to  control  cancer  progression  through  the  induction  of  apoptotic 
event in cancer cells.  
The  aim  of  our  studies  is  to  further  investigate  the  role  of  this  complex  in  these 
disorders following two main lines of research.  
Initially, we have tried to better elucidate the interplay between the proteasome and 
those proteins involved in the onset of neurodegenerative diseases, such as amyloid‐
beta  and  prions.  We  have  investigated  the  effects  of  different  forms  of  amyloid 
aggregates on proteasome  functionality both  in  isolated complexes and  in neuronal 
cells  obtaining  a  compromised  activity,  particularly  in  the  presence  of  oligomeric 
structures. Then, analyzing brain regions of scrapie‐affected sheep compared to age‐
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matched healthy animals, we have measured proteasome activity and evaluated the 
intracellular  localization  of  the  complex  and  of  the  prion  protein.  Interestingly, we 
have  observed  an  increased  proteasome  activity  in  affected  animals  and  a  co‐
precipitation  and  co‐localization  of  the  two  proteins,  suggesting  that  prions  affect 
substrate trafficking and modulate proteasome functionality. 
Regarding  the modulation  of  proteasomal  complexes  in  cancer, we have paid  great 
attention to the effects of natural molecules, especially polyphenols, on its expression 
and catalytic activities and to the relation with the induction of apoptotic pathways. 
In  detail,  both  in  silico  and  in  vitro  studies  have  been  used  to  gain  insight  into  the 
proteasome/polyphenols  interaction. We  have  characterized wheat  sprout  extracts 
for  their  polyphenolic  content  and  then  tested  the  effects  on  isolated  and  cellular 
proteasomes. Furthermore, we have separated two wheat sprout extract components, 
a  polyphenol  and  a  protein  fraction  and  observed  an  in  vitro  inhibitory  effect  on 
proteasome activity from both components. Then, a comparative study of the effect of 
such  components  on  both  normal  and  tumor  cells  has  been  conducted  and, 
interestingly,  tumor  cells  have  shown  a  significantly  higher  degree  of  proteasome 
impairment and apoptosis induction. 
Finally,  considering  their  role  in  the  carcinogenic  process  and  in  determining  an 
enhancement  in  the  cellular  oxidative  status,  we  have  investigated  if  aflatoxins,  a 
particular  class  of mycotoxins,  and  extremely  low  frequency  electromagnetic  fields 
may  affect  the  proteasome,  in  order  to  evaluate  if  this  complex  takes  part  in  their 
cellular harmful effects. On this regard, studies have been conducted both on isolated 
and cellular proteasomes.  
Globally,  our  results  further  demonstrate  an  involvement  of  the  proteasome  in 
numerous human pathologies, supporting the idea that it may play a strategic role as 
a therapeutic target for the treatment of such disorders. 
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2 INTRODUCTION 
 
2.1 Intracellular proteolysis 
The  idea  that  tissues  and  cells  structural  proteins  are  static  and  that  the  dietary 
proteins are used merely as an energy source was abandoned in the late 1950s since 
it  is  now  widely  accepted  that  intracellular  proteins  undergo  an  extensive  and 
extremely  specific  turning  over  process  that  maintains  cellular  homeostasis, 
functionality and viability (1). Protein degradation processes play a central role in cell 
quality control being  involved  in numerous pathways such as cell cycle, cell growth 
and  differentiation,  apoptosis,  regulation  of  transcriptional  factors,  carcinogenesis, 
removal of misfolded or damaged proteins, immune and inflammatory response (1). 
In  this  scenario,  it  is  reasonable  to  think  that  failures  in  those  mechanisms 
responsible  for  intracellular  proteolysis  would  inevitably  lead  to  pathologic 
conditions, mainly  cancer  and neurodegenerative  diseases.  Accumulation  of  altered 
proteins,  in  fact,  promotes  the  formation  of  toxic  aggregates  which  alter  normal 
cellular metabolism and ultimately trigger the activation apoptotic events. 
Protein  degradation  is  mediated  by  several  proteases  characterized  by  a  different 
complexity,   varying from small proteins such as trypsin and caspases to large, ATP‐
dependent,  multicatalytic  complexes  named  proteasomes,  and  whose  activity  is 
tightly regulated (2). 
Two major pathways for intracellular proteolysis were identified: the lysosomes and 
the  proteasome  system.  Together  they  account  for more  than  90%  of  intracellular 
proteolysis.  Lysosomes  are  cytoplasmic  organelles  containing  various  hydrolytic 
enzymes  which  function  optimally  at  an  acidic  pH.  They  are  responsible  for  the 
recycling  of  both  extracellular  and  intracellular  components  through  mechanisms 
known  as  heterophagy  and  autophagy,  respectively.  In  details,  they  mediate  the 
digestion of exogenous particles, long‐lived proteins and contribute to the renewal of 
damaged and/or nonfunctional organelles (1, 3, 4). Classes of lysosomal enzymes are 
phosphatases,  nucleases,  glycosidases,  proteases,  peptidases,  sulfatases,  and  lipases 
(5).  Numerous  papers  have  reported  on  the  involvement  of  lysosomes  in  human 
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disorders  such  as  cancer,  Alzheimer’s  disease  (AD),  Parkinson’s  disease  (PD)  and 
Huntington’s disease (HD) (5, 6).  
Concerning  the  proteasomal  system,  it  is  localized  both  in  the  cytoplasm  and  the 
nucleus  of  all  the  eukaryotic  cells  where  it  primarily  mediates  the  degradation  of 
short‐lived oxidatively damaged, modified and misfolded proteins (7). Furthermore, 
the proteasome proteolytic activity differs from the lysosomal‐dependent proteolysis 
because  it  occurs  at  neutral  pH  and  does  not  require  calcium  or  organelle 
compartmentalization. Its catalytic core, known as the 20S proteasome, can degrade 
substrates alone or in association with regulatory particles to form a complex, the 26S 
proteasome,  that  specifically  recognizes  ubiquitin‐tagged  proteins  (7,  8).  This 
pathway of protein degradation is known as the ubiquitin‐proteasome system (UPS). 
The proteasome takes part  in  the “quality control” of newly synthesized proteins  in 
association with the endoplasmic reticulum (ERAD‐endoplasmic reticulum associated 
degradation). This pathway assures that those proteins, not properly folded in the ER, 
are labeled for degradation, retrotranslocated into the cytosol and recognized by the 
UPS (9). 
Considering the wide number of substrates and processes in which the proteasome is 
involved, it is not surprising that anomalies in this pathway have been implicated in 
the  pathogenesis  of  human  diseases  including  neurodegenerations,  stroke,  cancer, 
diabetes, cystic fibrosis, and atherosclerosis (7). 
 
 
 
2.2 The proteasomal system 
 
2.2.1 The 20S proteasome 
The  proteasomal  system  mediates  most  of  the  intracellular  proteolytic  processes 
being implicated in the degradation of oxidized proteins and transcriptional  factors, 
in  the  regulation  of  signal  transduction,  in  the  immune  response,  in  the 
carcinogenesis,  in cell division, growth and differentiation,  in  the DNA repair,  in  the 
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morphogenesis  of  neuronal  networks,  in  the  biogenesis  of  organelles  and  in  the 
apoptotic process (1, 7, 8).  
The main particle of the system is the 20S proteasome which possesses the catalytic 
activity responsible for substrates degradation. The 20S proteasome is a large, barrel‐
shaped structure with a molecular weight of about 700 kDa and constitutes up to 1% 
of the total cellular protein. Numerous studies have suggested that its structure and 
biogenesis are highly conserved from yeast to mammals (10, 11).  It consists of  four 
stacked rings, two α‐rings and two β‐rings, delimiting an internal cavity and arranged 
as follows: αββα. Each ring is made of seven distinct subunits leading to a definitive 
configuration  α1‐7β1‐7β1‐7α1‐7.  The  β‐rings  define  the  main  internal  chamber  of  the 
complex and carry the catalytic activity, while the outer α‐rings regulate the substrate 
enter into the catalytic chamber and the binding of different regulatory proteins. Two 
outer cavities (named the “antechambers”) are formed together by one α and one β 
ring (10) (Fig. 1).  
Proteasomes  are  not  restricted  only  to  eukaryotic  cells.  Indeed,  studies  on  the 
archaeon Thermoplasma acidophilum revealed the presence of a proteolytic complex 
simpler  in  composition  but  very  similar  from  a  structural  point  of  view  (12).  This 
finding has helped researchers to better understand the structure and functionality of 
eukaryotic proteasomes. 
The  main  difference  occuring  between  the  two  complexes  consists  in  the 
composition in α‐ and β‐subunits. While archaeal proteasomes comprise 14 identical 
α‐subunits  and  14  identical  β‐subunits,  products  of  two  distinct  genes,  eukaryotic 
proteasomes  contain  seven  α‐subunits  and  seven  β‐subunits  each  existing  in  two 
copies (10, 13) (Fig. 1).  
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Figure 1. Structure of the archaea and mammalian 20S proteasome. A simplified 
model  showing  the  subunits  composition  of  the  archaeal  and  the  mammalian 
proteasome  is  shown  in  the  left  column.  The  middle  column  shows  a  three 
dimensional  reconstruction of  the protein  from X‐ray  crystallographic data  and  the 
right  column  displays  the  inside  of  the  complex  with  the  subdivision  in  two 
antechambers  (A)  and  one  main  chamber  (M).  (from  Jung  et  al.  The  proteasomal 
system, 2009). 
 
This different organization leads to a major complexity of the eukaryotic proteasome 
in  terms  of  catalytic  activity.  The  proteasome  of  Thermoplasma,  carrying  only  one 
type of active site, possesses only the chymotrypsin‐like activity, whereas eukaryotic 
20S  proteasomes  display  at  least  three  well‐described  proteolytic  components:  a 
chymotrypsin‐like  activity  (ChT‐L,  which  cleaves  after  hydrophobic  residues),  a 
trypsin‐like activity (T‐L, which cleaves after basic residues), and a peptidylglutamyl 
peptide‐hydrolyzing  activity  (PGPH,  which  cleaves  after  acidic  residues)  (10). 
However,  two  other  catalytic  activities  have  been  described  in  eukaryotes:  the 
branched chain amino acid preferring activity (BrAAP) and the small neutral amino 
acid  preferring  activity  (SNAAP)  (14).  Mutagenesis  studies  allowed  to  characterize 
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three  subunits  responsible  for  the  described  cleavages:  subunits  β1,  β2  and  β5. 
Subunit β1  is associated with  the PGPH activity and possesses also a  limited BrAAP 
activity. Subunit β2 has the trypsin‐like activity and subunits β5 accounts for the ChT‐
L activity. However, it has been shown that subunit β5 also has the tendency to cleave 
after  small  neutral  and  branched  side  chains;  therefore,  SNAAP  and BrAAP  activity 
can  additionally  be  assigned  to  this  subunit  (15).  The  products  originated  from 
substrates  degradation  are  small  peptides  with  an  average  length  of  8‐12  amino 
acids. Studies on the way the proteasome‐mediated degradation occurs revealed that 
the nucleophilic attack is mediated by the N‐terminal threonine of the three catalytic 
β subunits (16). This feature classifies the proteasome as a member of the N‐terminal 
nucleophile  amino‐hydrolase  family.  Besides  the  fundamental  role  of  Thr1  in  the 
proteolysis,  also  the  residues  Glu17  and  Lys33  are  crucial  for  the  degradation.  In 
addition,  residues  Ser129,  Asp166  and  Ser169,  positioned  close  to  the  catalytic 
threonine, are required  for  the structural  integrity of  the proteolytic centre and are 
involved in catalysis (15). 
Upon  γ‐interferon  exposure,  in  mammalian  proteasomes  the  three  constitutive 
proteolytic β subunits β1, β2 and β5 are replaced by homologous immune‐subunits, 
β1i, β2i and β5i (17) (Fig. 2). In addition, also tumor necrosis factor alpha (TNF‐γ) or 
lipopolysaccharides  (LPS)  are  able  to  induce  these  subunits  (18,  19).  The  new‐
assembled  structure  is  known as 20S  immunoproteasome and  its  activity  is mostly 
related  to  the  antigen  presentation  process  and  the  immune  response.  The 
oligopeptides  produced  by  the  proteolytic  cleavage  of  the  immunoproteasome  are 
‘‘optimized’’  for  presentation  in  association  with  the  major  histocompatibility 
complex  I  (MHC‐I)  on  the  cell  surface  (20).  Through  this  mechanism  cytotoxic  T 
lymphocytes  (CTLs)  detect  and  destroy  abnormal  cells  containing  viral,  foreign 
proteins  or  tumor  antigens.  The  inducible  subunits  are  associated  to  the  catalytic 
components  as  follows:  β5i  to  the ChT‐L  and BrAAP; β2i  to  the T‐L,  and β1i  to  the 
PGPH  in  the  immunoproteasome.  Regarding  the  proteolytic  abilities  of  the 
immunoproteasome, it shows a reduced activity for cleavage after acidic amino acids, 
whereas the ChT‐L and BrAAP activities are significantly enhanced (11).  
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Figure  2.  Immunoproteasome  generation  upon  γ­interferon  stimulation.  γ‐
interferon induces the assembly of a new proteasome form, the immunoproteasome. 
The  constitutive  subunits  β1,  β2  and  β5  are  replaced  by  homologous  immune‐
subunits β1i, β2i and β5i. This new‐synthesized complex enhances the production of 
antigenic peptides and the CTLs‐mediated immunity. 
 
The  free  20S  proteasome  constitutes  a  major  portion  of  the  total  amount  of 
proteasomes  in cells and suggesting an  independent  involvement of  this complex  in 
intracellular  proteolysis  (21).  It  has  been  shown  that  HeLa  cells  present  a 
concentration of the 20S proteasome about twice as high as the amount of the 26S or 
20S–11S  complexes.  Furthermore,  most  of  the  studies  on  the  20S  proteasome‐
mediated  protein  degradation  were  conducted  on  the  isolated  enzyme  and  it  is 
possible  that  structural  changes  during  purification  yielded  an  open  channel  form 
(21).  The  20S  proteasome  is  usually  found  in  its  ‘‘inactive’’  form  but  regulatory 
proteins, unfolded proteins or proteasomal substrates can eventually activate it.  
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Protein degradation requires the substrate unfolding and the contemporary opening 
of the gate formed by the N‐terminal ends of the α2, α3 and α4 subunits in the outer 
rings.  It  has  been  shown  that  treatment  of  isolated  proteasomes  with  low 
concentrations of denaturing agents,  such as sodium dodecylsulfate (SDS),  repeated 
freeze–thaw  cycles  or  conditions  of  low  ionic  strength  promote  a  slight 
reorganization  of  the  proteasome  structure  resulting  in  a  significant  increase  in 
proteolytic activity. Furthermore, oxidatively damaged proteins or improperly folded 
proteins  expose  numerous  hydrophobic  residues  normally  hidden  in  the  native 
folded  proteins  that  render  the  proteins  susceptible  to  degradation  and  induce 
proteasome conformational changes favoring its proteolytic activity (22). 
 
 
2.2.2 20S proteasome regulatory complexes 
The  20S  proteasome  can  interact  with  a  variety  of  regulatory  complexes  thus 
modulating  its  structure  and  functionality.  These  factors  play  a  role  in  the 
recruitment and in mediating substrates unfolding and hydrolysis. Among them, the 
11S  and  19S  regulatory  complexes  are  the  better  characterized:  the  11S  is  an 
activating complex and  is also known as proteasome activator PA28, while  the 19S, 
also called PA700, mainly acts as a regulatory complex. 
11S or PA28. The 11S or PA28 particle  is able  to bind an α ring of  the proteasome 
and to increase the rate of unfolded substrates degradation in an ATP‐ and ubiquitin‐
independent manner (7). PA28 complexes are composed of three structurally related 
subunits designated as α, β and γ with a primary structure showing a 50% homology 
(23).  Alternating  α  and  β  subunits  defined  hetero‐oligomeric  complexes,  while  the 
subunit γ appears to form homopolymeric complexes (24). The subunits PA28α and ‐ 
β  are  primarily  found  in  immuno‐competent  tissues  like  thymus,  spleen  and  lung, 
mainly located in the cytosol, while PA28γ is almost exclusively found in the nucleus 
(7, 24). PA28α,β complex is involved in antigen presentation and its expression, under 
inflammatory conditions,  is enhanced by γ‐interferon. In this way, the production of 
antigenic MHC class I presentable peptides is particularly enhanced. On the contrary, 
the  role  of  PA28γ  is  mostly  nuclear.  Studies  on  this  complex  revealed  a  possible 
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implication  in  cell  proliferation  and  body  growth  in mice,  in  the  apoptotic  process 
and, probably related to its nuclear localization, in the mitotic progression (24).  
19S or PA700. The 19S particle is crucial for the construction of the 26S proteasome 
and  the  ATP‐dependent  degradation  of  ubiquitinated  substrates  (see  below  The 
ubiquitin‐proteasome system). This regulator, through its components, a ring shaped 
base  and  a  lid  structure,  captures  substrates  via  ubiquitin  recognition,  promotes 
substrate unfolding and  regulates  substrates entrance  into  the  catalytic  chamber of 
the  attached  20S  ‘‘core’’  proteasome  opening  the  outer  α‐rings.  The  19S  comprises 
approximately 20 different subunits classified into two groups: Regulatory particle of 
triple‐ATPase (Rpt) subunits and Regulatory particle of non‐ATPase (Rpn) subunits 
(24) (Fig. 3). The base contains six ATPase subunits (Rpt1‐6) together with four non‐
ATPase subunits (Rpn1, Rpn2, Rpn10 and Rpn13), while the lid is composed of nine 
non‐ ATPase subunits (Rpn3, Rpn5, Rpn6, Rpn7, Rpn8, Rpn9, Rpn11 and Rpn12) (7, 
24,  25).  In  details,  the  Rpn11‐particle  contained  in  the  lid  bears  a  Zn2+‐dependent 
proteolytic centre that catalyzes the degradation of poly‐ubiquitin chains that will be 
further  cleaved  into  monomeric  ubiquitins  by  other  deubiquitinating  enzymes 
(DUBs). The subunits Rpt2, Rpt3 and Rpt5 are involved in the gate opening of the 20S 
proteasome  and  the  subunits  Rpn10  and  Rpn13  are  ubiquitin‐receptors and 
efficiently trap ubiquitin‐tagged substrates (24). 
 
 
 
Figure 3. Scheme of the 11S regulator or PA700. In different colors are indicated 
the subunits of  the PA700  lid and PA700 base. The 20S proteasome α‐rings bind to 
the base of the 11S regulator. (From Jung et al. The proteasomal system, 2009). 
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Interestingly,  the  two  regulators PA28 and PA700  can  simultaneously bind  the 20S 
proteasome at opposite ends forming the PA700–20S–PA28 complex, which is known 
as  “hybrid  proteasome”  (26).  Studies  on  HeLa  cells  extracts  revealed  that  hybrid 
proteasomes  accounted  for  about  a  fourth  of  all  proteasomes  (26). This  particular 
form of proteasome acts as an ATP‐dependent protease and, being induced by γ‐INF, 
in  cooperation with  the  immunoproteasome,  enhances  the  production  of  antigenic 
peptides (26).  
 
 
2.2.3 The ubiquitin­proteasome system  
The  interaction of  the  regulatory particle 19S  to each of  the  two α  rings of  the 20S 
proteasome  generates  a  large  complex,  the  so‐called  26S  proteasome  with  a 
molecular  weight  of  2  MDa.  The  26S  proteasome  complex  is  the  main  proteolytic 
component  of  the  ubiquitin  pathway  and  is  responsible  for  the  degradation  of 
ubiquitin‐tagged substrates  (8, 27). An exception  to  this general  rule  is  represented 
by  the  murine  ornithine  decarboxylase  (mODC)  that  can  be  degraded  by  the  26S 
proteasome  without  ubiquitination  (28).  Differently  from  the  20S  proteasome,  the 
26S system degrades substrates in an ATP‐dependent manner (Fig. 4).  
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Figure 4. Composition and organization of the proteasome and its intracellular 
activators. Pathways  of  intracellular  proteolysis mediated  by  the  20S  and  the  26S 
proteasomes and  interaction with their major regulators, PA28 and PA700. See text 
for a detailed description. 
 
 
Ubiquitin  (Ub)  is  a  76  amino  acid  protein  highly  conserved  and  universally 
distributed  among  eukaryotes.  Only  three  amino  acids  differ  between  yeast  and 
human ubiquitin (29). Degradation of a protein via the ubiquitin proteasome pathway 
involves two distinct and successive steps. The first step regards the generation of a 
polyubiquitin chain which is then covalently conjugated to the protein substrate and 
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the second step involves the degradation of the tagged protein by the 26S proteasome 
(27).  The  substrate  ubiquitination  is  a  very  complex  process  that  requires  the 
presence of four different classes of enzymes: E1 (ubiquitin activating enzymes) ‐ E2 
(ubiquitin‐carrier proteins or ubiquitin‐conjugating enzymes [Ubcs])  ‐ E3 (ubiquitin 
protein  ligases)  ‐  E4  (ubiquitin  conjugation  factor).  The  E1  enzyme  activates,  ATP‐
dependently, ubiquitin in its C‐terminal Gly. After activation, the E2 enzyme transfers 
ubiquitin from E1 to a member of the ubiquitin‐protein ligase family, E3, to which the 
substrate protein is specifically bound (7, 27) (Fig. 5). This enzyme catalyzes the last 
and  third step  in  the conjugation process,  the covalent attachment of ubiquitin  to a 
Lys  residue  of  the  substrate.  After  this,  both  E2  and  E3  are  released.  Ubiquitin  E3 
ligases can be classified into three major types based on their “catalytic” domains: the 
HECT domain (Homologous to E6‐associated protein C Terminus) E3, the RING finger 
(Really  Interesting  New  Gene)  E3,  and  the  U‐box  E3.  Depending  on  the  domain, 
substrate–ubiquitination  can  take  place  in  two  ways.  With  the  HECT  domain, 
ubiquitin  molecules,  before  their  transfer  to  substrates,  are  attached  from  an  E2 
enzyme to a catalytic cysteine of the E3 enzyme. In contrast, with the RING and U‐box 
E3s  ubiquitin  is  directly  linked  from  the  E2  enzyme  to  the  substrates  without 
intermediates (30)  (Fig. 5). The cyclic  transfer of more Ub‐molecules  to  the  first Ub 
attached  to  the  substrate  is performed by  these enzymes and by another enzyme – 
the  E4  (7,  27,  31).  A  polyubiquitin  chain  is  synthesized  transferring  additional 
activated ubiquitin molecule to Lys48 of the previously conjugated ubiquitin. The so‐
formed  chain,  that  should be  constituted  at  least  by  four Ub molecules,  serves  as  a 
recognition  signal  for  the  26S  proteasome  (32).  Completed  the  degradation,  DUBs 
release the single Ub molecules from the Ub chains, in order to maintain the free pool 
of cellular Ub and to guarantee the formation of new chains (27). 
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Figure  5.  Pathways  of  26S  proteasome  substrates  ubiquitination.  Scheme  of 
mammalian substrates ubiquitination prior to 26S proteasome degradation. See text 
for a detailed description. 
 
 
 
 
2.3 Proteasome and neurodegenerations 
Aggregation of improperly folded proteins alters normal cellular functioning creating 
the  basis  for  cell  death  and  degeneration.  Most  of  the  central  nervous  system‐
associated diseases including Alzheimer’s disease (AD), Parkinson’s disease (PD) and 
prion disorders (PrPDs) exhibits these amyloid‐like aggregates as main features (33). 
Cytosolic  accumulation  of  small  amounts  of  unassembled  or  misfolded  proteins 
occurs  under  steady  state  conditions  and  specific  intracellular  check  points  are  in 
charge of eliminating these aberrant forms. In details, while correctly folded proteins 
transit the ER and move to the Golgi, proteins carrying anomalies in their sequences 
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are  retrotraslocated  and  upon  ubiquitination  undergo  proteasome‐mediated 
degradation  (34).  If  not  immediately  removed  these  aggregates  further  inhibit  the 
ubiquitin‐proteasome proteolysis triggering a negative feedback loop, resulting in the 
induction of apoptotic pathway and in the onset of neuronal pathologies (Fig. 6).  
The ability of misfolded proteins to aggregate into fibrils and into smaller oligomers 
determines  their  cytotoxic potential. A number of  evidence  suggests  that oligomers 
are highly toxic species but controversial opinions exist regarding the role of fibrillar 
structures in the induction of neurodegeneration (35, 36). In fact, while some authors 
consider  that  the  formation  and  deposition  of  mature  fibrils  in  pathologies  like 
Alzheimer’s disease and other amyloidoses  is a kind of a protective strategy to hide 
soluble oligomers and prevent their toxicity (37, 38), others demonstrated that both 
oligomeric  species  and  mature  amyloid  fibrils,  derived  from  the  full‐length  prion 
protein, are highly toxic to cultured cells and primary neurons (39). 
 
 
 
Figure 6. Proteasome involvement in the onset of neurodegenerative diseases. 
Red arrows indicate pathways that conduct to neurodegeneration and cell apoptosis. 
Protein  aggregates  inhibit  the  proteasome  complex  favouring  the  further 
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accumulation of abnormal structures. Blue arrows  indicate  the normal proteasome‐
mediated degradation of misfolded proteins.  
 
2.3.1 The proteasome in Alzheimer’s disease 
Alzheimer’s disease (AD) is a neurodegenerative disorder clinically characterized by 
progressive loss of memory and other cognitive skills, resulting in severe dementia. It 
presents  two  main  pathological  hallmarks:  intracellular  neurofibrillary  tangles 
(NFTs),  primarily  composed  of  hyperhosphorylated  tau  proteins,  and  extracellular 
senile plaques, with amyloid β‐protein (Aβ) aggregates as major components (40).  
Tau is a microtubule‐associated protein that plays a role in the stabilization of axon 
microtubules,  neurite  growth,  enzyme  anchoring  and  intracellular  vesicle  transport 
(41).  In AD tau is hyperphosphorylated, organized in paired helical  filaments (PHF), 
and this contributes to its dissociation from microtubules affecting axonal transport. 
Tau phosphorylation  is mediated by various kinases,  including GSK3, PKA and  JNK, 
that  act  on  several  residues  on  the  tau  sequence  (7).  A  correlation  between  the 
deposition  of  NFTs  and  the  memory  decline  of  AD  patients  has  been  reported, 
however it has been recently  found that soluble forms of tau may be more toxic  for 
the cell (42).  
Aβ protein derives from its large precursor, the amyloid precursor protein (APP), by 
sequential  proteolytic  cleavages,  resulting  predominantly  in  peptides  of  40,  Aβ  (1–
40), and 42, Aβ (1–42), amino acids in length (40, 43). An altered proteolysis of this 
precursor,  due  for  example  to  missense  mutations  or  overexpression,  induces  an 
increased  production  of  Aβ  with  the  correlated  accumulation  and  deposition  as 
diffuse  plaques, which  can  also  build  up  intraneuronally  (43).  Neuritic  plaques  are 
particularly rich in Aβ (1–42) fibrils, which are the most hydrophobic amyloid forms 
and the most prone to aggregation even if produced in much lower quantities than Aβ 
(1–40)  (37, 43).  The  increase  in  Aβ  presence may  be  a major  cause  of  free  radical 
accumulation  and  oxidative  injury  to  proteins  and  other  cellular  macromolecules, 
which then contribute to neuronal dysfunction and death (43). 
Alterations  in  the  proteasome‐mediated  degradation  can  be  considered  both  as  a 
cause  and  a  result  of  the  onset  of  AD.  Genetic  and  oxidative  stressors,  changes  in 
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proteasome  composition  and  expression,  and  development  of  protein  aggregates 
represent the bases for inhibition of the UPS in such pathology (44). 
Abundant data are now available concerning the UPS involvement in AD. It has been 
demonstrated that the malfunctioning of the ubiquitin–proteasome pathway leads to 
the  accumulation  of  ubiquitinated  protein  aggregates  in  several  brain  regions, 
suggesting  that  neurons  are  uselessly  attempting  to  dispose  their  elimination.  The 
presence  of  such  conjugates  in  neuropathological  lesions  was  described  both  in 
neurofibrillary  tangles  and  in  senile  plaques  of  affected  AD  brains  (45,  46). 
Interestingly,  in  early‐  and  late‐onset  AD  cases  these  structures were  shown  to  be 
intensively  immunoreactive  to  a  ubiquitin‐B mutant  protein  (UBB+1)  that was  not 
found  in  control patients. This mutant ubiquitin  carries a 19‐amino acid C‐terminal 
extension  due  to  a  transcriptional  dinucleotide  deletion  (47).  UBB+1  is  a  potent 
inhibitor of the ubiquitin‐dependent proteolysis in neuronal cells and contributes to 
the accumulation of misfolded proteins (48). In addition, the involvement of the UPS 
in  AD  pathogenesis was  also  confirmed  by  the  discovery  of  a  selective  decrease  in 
proteasome activity in AD subjects compared to age‐matched controls (49, 50).    
Aβ  is  a  key protein  in AD development  and  researchers  have been  trying  to  better 
elucidate  its  interaction with  the proteasomal system. One study demonstrated  that 
while Aβ (1‐40) does not affect ubiquitin conjugates formation or deubiquitination, it 
inhibits  ubiquitinated  protein  degradation  by  the  proteasome  (51).  Another  paper 
showed  that  the  ubiquitin‐proteasome  activity  decreased with  age  in  the  brains  of 
Tg2576  mice  while  the  Aβ  (1‐42)  levels  increased  (52).  The  extracellular  Aβ‐
treatment  of  neuronal  cells  markedly  decreased  the  proteasome  activity  and 
extracellular  Aβ  peptides  were  found  in  the  cytoplasmic  compartment,  suggesting 
that Aβ peptides were able to enter the cell and inhibit the proteasome functionality 
(52). Furthermore, Aβ accumulation in APP mutant neurons inhibited the activities of 
the  proteasome  and  deubiquitinating  enzymes  (53).  Other  data  reported  on  the 
ability of oligomeric species of Aβ (1‐40) and Aβ (1‐42) to significantly decrease the 
three major proteasome proteolytic activities in vitro in contrast to their monomeric 
counterparts  (54).  The  same  group  observed  in  3xTg‐AD  mice  an  impaired 
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proteasome activity that correlated with the detection of intraneuronal Aβ oligomers 
(54).  
Treatment  of  cultured  astrocytes  and  neurons  with  Aβ  produced  an  enhanced 
expression  of  the  Ub‐conjugating  enzyme  E1  and  an  increase  in  ubiquitinated 
substrates,  likely  to  be  the  consequence  of  an  Aβ−mediated  inhibition  of  the  26S 
proteasome (55). The authors showed that Aβ could be considered a substrate of the 
26S proteasome and  that  inhibition of  its  proteolytic  activity  in  the presence of Aβ 
leads to neuronal cell death (55).  
Proteasome dysfunctions in AD brain were also connected to tau turnover and to the 
binding of PHF‐tau to proteasomes. It has been shown that proteasome inhibition in 
cell culture blocks the degradation of tau and that unfolded recombinant tau can be 
directly  degraded  by  the  20S  proteasome  in  vitro  in  an  ubiquitin‐independent  bi‐
directional  manner  (56).  Another  paper,  confirming  the  proteasome‐mediated 
degradation of tau, indicated that the proteolysis is principally conducted by the T‐L 
and the PGPH components in a non‐processive pathway (57). These pathways of tau 
degradation become compromised in AD since tau hyperphophorylation significantly 
inhibits the proteasome activity (58).  
Proteasome  functionality  was  measured  in  brains  from  patients  with  AD  and  age‐
matched  controls  and a  significant decrease was obtained  in AD subjects  (59). This 
inhibition was associated to the binding of PHF‐tau to the 20S ‘core’ proteasome and 
the  authors  suggested  that  the  impaired  proteasome  function  in  AD  is  the 
consequence of,  and  secondary  to,  PHF  formation  rather  than  the primary  cause of 
the protein pathology (59). 
Also oxidative stress  is an  important event  that  contributes  to  the AD pathogenesis 
and many  oxidized  proteins  and  lipid  peroxidation  products,  such  as  4‐hydroxy‐2‐
nonenal,  have  been  described  in  AD  brain  regions.  Interestingly,  Aβ  strongly 
participates to  the global neuronal oxidative status generating  free radicals  through 
metal‐catalyzed  reactions  (60).  In  these  conditions,  the  accumulation  of  oxidized 
protein‐  and  lipid‐  derived molecules  further  contributes  to  proteasome  inhibition. 
Mitochondrial dysfunctions and the resulting increase in the levels of radical oxygen 
species  occur  early  in  AD  further  impairing  proteasome‐mediated  clearance  of 
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protein  aggregates  and  affecting  neurotransmission  and  axonal  and  dendritic 
transport (61). 
 
2.3.2 The proteasome in prion disorders 
According  to  the  “protein‐only”  hypothesis  the  onset  of  prion  disorders  (PrPDs)  is 
associated  to  a  conformational  rearrangement  of  the normal  cellular  prion protein, 
indicated  as  PrPC,  to  the  pathogenic  isoform  PrPSc  (62­64).  The  term  prions  was 
suggested  by  Stanley  Prusiner  in  1982  and  defines  the  pathogen  agents  as 
“proteinaceous infectious particles that resist inactivation by procedures that modify 
nucleic acids” (65). The presence of PrPC was described in all vertebrates, where it is 
widely  expressed  during  embryogenesis,  and  nuclear  magnetic  resonance 
spectroscopy revealed that the prion protein is well conserved throughout evolution 
(66­70).  Although  primarily  localized  in  neurons,  PrPC  is  ubiquitously  expressed  in 
cells  (71),  including  lymphocytes  (72),  stromal  cells  of  lymphoid  organs  (73), 
gastroepithelial  cells,  heart,  kidney  and muscle  (74).  This  suggests  the widespread 
biological role of the prion protein, which nevertheless assumes particular relevance 
in neuronal cells.  
The  function of PrPC  is not  yet  completely understood, however,  an  involvement  in 
synaptic  transmission  (75,  76),  neuroprotection  (77­79),  angiogenesis  (80)  and 
copper  homeostasis  (81,  82),  was  experimentally  documented.  Interestingly,  PrP 
knock‐out mice do not develop manifestations of neurodegeneration or any changes 
in  phenotype  or  life  span,  suggesting  that  PrPC  function  is  not  crucial  for  the 
pathogenesis of prion disorders (83­85).  
PrPC  comprises  approximately 250  amino  acids  and  is predominantly  found on  the 
cell  surface where  it  is  attached  through  a  C‐terminal  glycosyl‐phosphatidylinositol 
(GPI)  anchor  (86).  The  precursor,  through  the  guide  of  a  23  amino  acids  peptide, 
undergoes  post‐transcriptional  modifications  in  the  endoplasmic  reticulum  (ER). 
These changes  include the cleavage of the N‐terminal signal peptide,  the addition of 
N‐linked  oligosaccharide  chains  at  two  asparagine  sites,  the  formation  of  a  single 
disulphide bond and the cleavage of the C‐terminal hydrophobic peptide replaced by 
the GPI anchor (87, 88). PrP transits then to the Golgi where the oligosaccharides are 
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modified  to produce  the mature  folded protein,  consisting now of 209 amino acids, 
which  is  finally  exported  to  the  cell  surface  (86,  89).  At  this  point,  PrPC  can  be 
endocytosed either via clathrin‐coated pits or via caveolae‐like membranous domains 
(90­93). Recycling of PrPC involves a cleavage mediated by disintegrins ADAM10 and 
TACE  and  results  in  a  18  kDa  fragment  which  is  translocated  back  to  the  plasma 
membrane (94). Cholesterol‐ and sphingolipid‐rich membrane domains, also known 
as lipid rafts, were shown to be sites with the highest PrPC concentrations and seem 
to play an  important role  in the conformational conversion of PrPC to PrPSc,  the key 
event in the onset of PrPDs (95, 96). Previous studies indicated that PrPSc formation 
starts after PrPC has reached the plasma membrane (97). Further evidences suggest 
that  also  other  cellular  compartments,  such  as  those  involved  in  the  endocytic  and 
secretory pathways, may play an important role in this conversion (98­100). Even if is 
not yet  completely understood how this  conversion occurs,  it  is known  that PrPC  is 
absolutely necessary for the pathogenesis (101). 
The two prion protein isoforms, both the scrapie and the cellular form, are encoded 
by  the  same  chromosomal  gene  (Prnp)  and  share  the  same  amino  acid  sequence 
(102). A single exon of the Prnp gene codes for PrPC. The main differences that occur 
upon  PrPC  ‐  PrPSc  conversion  regard  alteration  of  the  structure  and  changes  in  the 
biochemical  properties  of  the  proteins.  In  detail,  while  PrPC  secondary  structure 
contains high percentage of alpha helix and few beta sheet regions (42% versus 3%), 
beta‐sheet  structure  becomes  prominent  in  PrPSc,  with  43%  versus  30%  for  alpha 
helix. While  PrPC  is  soluble  and protease  sensitive,  PrPSc  is  insoluble  and  relatively 
resistant  to  proteases.  Indeed,  after  limited  proteolysis  the  NH2  region  of  PrPSc  is 
cleaved  to  generate  a  fragment  of  27‐30  kDa  (the  PrP  27‐30  form),  consisting  of 
approximately 142 amino acids (63). 
The debate on  the  role of  the proteasome  in  the onset of prion mediated disorders 
has  been  recently  gaining  increasing  attention  and  numerous  papers  have  been 
published with  the  aim  of  describing  the  interplay  between  proteasome  and  prion 
proteins.  
Proteasome involvement in prion protein turnover was suggested by studies in which 
impairments  in  proteasome  activity,  experimentally  induced  by  treatment  with 
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proteasome  selective  inhibitors,  resulted  in  the  cytosolic  accumulation  of  prion 
protein  aggregates  (94, 103­106). Ma  and  colleagues  (107)  demonstrated  that  even 
small  amounts  of  accumulated  cytosolic  PrP  caused  by  proteasome  inhibition  are 
strongly neurotoxic and  ignite neuronal death both  in  cultured  cells  and  transgenic 
mice.  They  also  proposed  that  proteasome  impairments  trigger  the  conversion  of 
cytosolic  PrPC  to  a  PrPSc‐like  conformation  which  possesses  partial  protease 
resistance  and  detergent  insolubility  (108).  According  to  such  data,  other  authors, 
upon suppression of proteasome activity, identified a detergent‐insoluble and weakly 
protease‐resistant PrP species of 26 kDa, strongly resembling PrPSc in its biochemical 
properties  (104,  105).  Furthermore,  cyclosporin A,  an  immunosuppressant, 
accumulates  these proteasome‐resistant  ‘prion‐like’  PrP  species which deposited  in 
long‐lived  aggresomes  (106).  Whether  or  not  these  PrPSc‐like  structures  and  the 
related  aggresomes  possess  the  ability  to  infect  cells  is  still  under  discussion. 
However, it was proposed that such an event could provide the ‘prion seed’ necessary 
for triggering the disease (106). 
Wong  and  collaborators  showed  ubiquitin–proteasome  alterations  in mouse  brains 
during scrapie infection and demonstrated that this failure was associated with an in 
vivo  increase  of  ubiquitination  of  total  brain  proteins,  including  PrP  species  (109). 
Ubiquitination  was  detected  at  the  terminal  stage  of  the  disease  suggesting  that 
ubiquitination  of  prion  proteins  is  a  late  event  and  occurs  after  the  formation  of 
protease‐resistant PrPSc (109). 
Two papers lately published by Kristiansen tried to better elucidate the contribution 
of  the  proteasome  to  prion  mediated  neurodegeneration  (110,  111).  They  showed 
that  prion‐infected  neuronal  cells  treated with  low  doses  of  proteasome  inhibitors 
were  significantly more  susceptible  to  cell  death  than  uninfected  or mock‐infected 
cells  and  they  accumulated  large  cytoplasmic  perinuclear  aggresomes  containing 
PrPSc. These cells underwent apoptosis  through caspase 3 and caspase 8 activation, 
suggesting  that neurotoxicity was dependent on PrPSc propagation  (110). The same 
authors  demonstrated  proteasome  functional  impairments  in  prion  infected  cells. 
They established that oligomeric non‐native forms of PrP inhibit the catalytic activity 
of  the  β  subunits  of  the  26S  proteasome,  supporting  the  theory  that  neurotoxicity 
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may  be  mediated  by  oligomers  and  not  by  amyloid  fibrils  (111).  The  authors 
hypothesized  that  PrPC‐PrPSc  conversion  may  trigger  a  positive  feedback  loop 
inhibiting  proteasome  functionality,  thus  reducing  the  degradation  of  PrPSc  and 
further stimulating its formation (111).  
Finally, prions are also able  to  slow down proteasome degradation  interfering with 
protein ubiquitination. For example, PrP can interact with and disrupt the function of 
Mahogunin  (Mgrn),  a  cytosolic  ubiquitin  ligase  whose  loss  causes  spongiform 
neurodegeneration and contributes to neuronal dysfunction and disease (112).  
 
 
2.4 Proteasome and cancer 
The  key  role  the  UPS  plays  in  the  onset  and  progression  of  cancer  is  due  to  its 
intervention  in  the  degradation  of  oncogenes,  tumor  suppressor  gene  products, 
transcription  factors,  and  other  signaling molecules.  Among  the numerous proteins 
regulated by the proteasome the inhibitor of nuclear factor κB (NFκB; IκB), the tumor 
suppressor  p53,  the  cyclin‐dependent  kinase  inhibitors  p21  and  p27  and  the 
proapoptotic protein Bax are included (113). The NFκB transcription factor family is 
an  important  modulator  of  immune  and  inflammatory  responses,  cell  growth, 
apoptosis,  cell  adhesion and  is  implicated  in  tumor progression  (113). Activation of 
this protein involves the degradation of its inhibitor IκB and the nuclear traslocation 
and  has  been  observed  in  several  cancer  cell  lines.  For  example,  human  breast 
epithelial  tumor  cell  lines  expressed  significantly  higher  levels  of  functional  NFκB 
compared  to  their untransformed counterpart,  confirming a role  for NFκB  in  tumor 
progression  and  suggesting  a  possible  therapeutic  target  in  the  treatment  of  these 
malignancies  (114).  Similarly,  human  pancreatic  adenocarcinomas  present  an 
aberrant NFκB expression (115). Given the role of the proteasome in IκB degradation, 
its  inhibition  stabilizes  cytoplasmic  IκB  and  blocks  NFκB  nuclear  translocation 
favoring apoptotic pathways in cancer cells. In fact, a decrease in the NFκB‐mediated 
transcription  blocks  tumor  cell  survival,  proliferation,  invasion  and metastasis,  and 
angiogenesis  (113).  Furthermore,  NFκB  regulates  the  expression  of  matrix 
metalloproteinases (MMPs), which digest extracellular matrix proteins and promote 
 27 
   
tumor  invasiveness  (116).  Consequently,  blocking  this  pathway  with  proteasome 
inhibitors would guarantee an antimetastatic effect.  
Regarding  p53  protein,  its  levels  are  normally  very  low  since  it  is  constantly 
ubiquitinated and then degraded by the proteasome. p53 is consider the “guardian of 
genome” and through the induction of several crucial genes it mediates the block of 
the  cell  cycle,  DNA  repair  and  apoptotic  pathways.  Stress  conditions  that  promote 
proteasome  inhibition  stop  p53  degradation  rapidly  rising  its  levels  (117).  The 
accumulation  of  p53  triggers  cellular  responses  that  involve  apoptosis,  cell‐cycle 
arrest, DNA repair, differentiation, and senescence (118, 119). Additionally, p53 plays 
an important role in the regulation of the mitochondrial apoptotic pathway, activating 
and  repressing,  respectively,  proapoptotic  and  antiapoptotic  Bcl‐2  family members 
(120).  
Two  other  important  protesome  substrates  are  the  proteins  p21  and  p27,  cyclin‐
dependent kinase inhibitors able to prevent cell cycle progression by binding to and 
inactivating  several  cyclin/cyclindependent  kinase  complexes  (113).  Both  proteins 
are processed by  the proteasome complex and  it  is  therefore clear  that proteasome 
inhibition  can  induce an  increase  in  their  levels. Accumulation of p21, p27,  or both 
may contribute to cell‐cycle arrest of tumor cells and eventual apoptosis.  
Considering these pathways, the inhibition of the proteasomal complex is gaining an 
increasing attention as a possible anti‐cancer strategy.  
 
 
2.4.1 The role of polyphenols in proteasome inhibition and cancer prevention  
Almost all the synthetic and natural proteasome inhibitors act predominantly on the 
ChT‐L  activity  showing weaker  effects  on  the  T‐L  and  PGPH  components  (121).  In 
fact, while inhibition of the ChT‐L causes a large reduction in the rates of proteolysis, 
inactivation of T‐L or PGPH sites had a minor effect on the overall proteolysis (121).  
As a general rule, enzyme‐specific inhibitors of proteases are short peptides linked to 
a pharmacophore, generally located at its C‐terminus, that interacts with the catalytic 
residue  forming  reversible  or  irreversible  covalent  adducts.  The  peptide  portion 
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specifically  associates  with  the  enzyme  substrate  binding  pocket  in  the  active  site 
(121). 
Proteasome inhibitors can be divided into two classes: reversible inhibitors, including 
peptide aldehydes  (MG132) and peptide boronates  (MG262, PS341 or Bortezomib), 
and  irreversible  inhibitors,  including  lactacystin  and  derivatives,  peptide  vinyl 
sulfones (YLVS) and peptide epoxyketones (epoxomicin) (121). 
Considering  that currently used  inhibitors,  such as bortezomib, display serious side 
effects and partial cell resistance the design of new, more specific, and potent drugs is 
an  extremely  attractive  field.  In  this  scenario,  the  regulation  of  proteasome 
functionality  by  natural  compounds,  such  as  polyphenols,  is  a  promising  issue  in 
cancer therapy.  
A  widely  described  class  of  such  compounds  which  constitute  an  important 
component  of  the  human diet  is  that  of  polyphenols,  flavonoids  in  particular.  They 
can  be  found  in  fruit,  vegetables,  flowers,  seeds,  sprouts  and  beverages,  providing 
them  with  much  of  their  flavour  and  colour.  The  best‐known  biological  effects  of 
flavonoids  include  cancer  prevention,  inhibition  of  bone  resorption,  hormonal  and 
cardioprotective  action,  antibacterial  and  antiviral  properties,  antioxidant  activity 
(122).  
The chemical structure of flavonoids is that of diphenylpropanes (C6‐C3‐C6) consisting 
of  two  aromatic  rings  linked  through  three  carbons  forming  an  oxygenated 
heterocycle (Fig. 7).  
 
                 Figure 7. The chemical structure of a flavonoid. 
 
Considering  the  chemical  nature  of  the  molecule,  variations  in  the  number  and 
distribution  of  the  phenolic  hydroxyl  groups  across  the  molecule  and  their 
substitutions,  flavonoids  can  be  divided  into  various  subclasses:  anthocyanins, 
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flavanols, flavanones, flavonols,  flavones and isoflavones (122). Their structures and 
food sources are summarized in Table 1. 
 
Table 1. Subclasses of flavonoids. 
Subclasses  Principal compounds   Structure  Food sources 
 
Anthocyanin cyanidin, malvidin,     berry fruits, grape  
Pelargonidin        seeds, wine (123, 124)   
 
 
Flavanols catechin, EGCG, ECG,     tea (125), red wine,  
  EGC, EC      cocoa, grape juice 
 
 
 
Flavanones hesperetin, naringenin,     citrus fruit,  
  narirutin, eriodictyol,      grape fruit, 
neohesperetin      bitter orange (126) 
 
 
 
Flavonols myricetin, kaempferol,     onions, tea, red  
quercetin glucosides      wine, broccoli, 
         berries, apple (127) 
 
 
Flavones Apigenin, chrysin, luteolin    chamomile, tea, 
honey, propolis (128) 
 
 
Isoflavones Genistein,      soybeans, black 
Daidzein         beans, green beans 
         chick peas (129, 130) 
 
 
 
Tea  polyphenols  contain  catechins,  flavones,  anthocyanins  and  phenolic  acid. 
Catechins are the main components, with a content > 80% (131). (‐)‐Epigallocatechin‐
3‐gallate (EGCG) and other tea polyphenols are potential chemopreventative agents, 
able to modulate multiple intracellular pathways, including the proteasomal complex 
(122).  Ester  bond‐containing  tea  polyphenols  potently  and  selectively  inhibit  the 
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proteasomal ChT‐L, but not T‐L activity, in vitro and in Jurkat cells at concentrations 
found in the serum of green tea drinkers. The inhibition of the proteasome activity by 
EGCG  can  selectively  control  tumour  cell  growth,  with  the  accumulation  of 
proteasome protein substrates such as p27 and IκB‐α (132). This finding, along with 
the  low  toxicity  of  EGCG,  supports  the  potential  role  of  tea  polyphenols  in  clinical 
therapies  in  combination  with  current  anti‐cancer  drugs.  Our  research  group 
described the effects of several isolated natural polyphenols on purified proteasomes. 
It was shown that EGCG strongly inhibited the ChT‐L activity of both constitutive and 
immuno‐proteasomes,  whereas  it  seemed  to  be  a  specific  inhibitor  of  the 
immunoproteasome BrAAP component. It was also effective on the T‐L activity of the 
two enzymes, but with a lower IC50 for the inducible complex. EGCG had also a clear 
antioxidant effect in Caco cells exposed to oxidative stress, preventing oxidation and 
deterioration of the proteasome functionality. Gallic acid affected the ChT‐L activity of 
both complexes at the same extent, while its inhibitory effect on the T‐L activity was 
higher for the constitutive proteasome (133).  
Also the effects of various fruit and vegetable extracts, rich in flavonoids, were tested 
on  the  proteasome  functionality  obtaining  that  apple  and  grape  extracts  were 
efficient  in  inhibiting  proteasomal  ChT‐L  activity  in  leukaemia  Jurkat  T‐cell  lysates. 
This effect caused an accumulation of the polyubiquitinated proteins, the activation of 
caspase 3 and caspase 7, and the cleavage of poly (ADP‐ribose) polymerase (PARP). 
The inhibition of the proteasome activity by these fruit or vegetables may contribute 
to their cancer preventive effects, although other molecular mechanisms may also be 
involved (134). 
 
 
2.4.2 Other factors responsible for proteasome modulation 
Besides  investigating  the  role  of  natural  polyphenols  in  determining  proteasome 
modulation,  we  decided  to  evaluate  the  possibility  of  a  change  in  proteasome 
functionality  induced  by  two  additional  factors:  aflatoxins  and  extremely  low 
frequency electromagnetic fields, both already known for their role in cancer and in 
the induction of cellular oxidative damage.  
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Aflatoxins.  Aflatoxins  are  a  group of mycotoxins  produced by  the  fungi Aspergillus 
flavus  and Aspergillus parasiticus  that grow on  improperly  stored  food,  such as  rice 
and  corn  (135).  There  are  different  types  of  aflatoxins  but  the  predominant  forms 
found as natural contaminants are aflatoxin (AF) B1, AFB2, AFM1, AFM2, AFG1 and 
AFG2.  
 
 
Figure 8. Structures of AFB1, AFG1 and AFM1. 
 
AFB1, AFB2, AFG1 and AFG2 are present  in  rice and corn, whereas M1 and M2 are 
present  in milk  obtained  from  livestock  that  have  ingested  contaminated  feed  and 
meat.  It  is almost  impossible  to get rid of aflatoxins  from contaminated  food due  to 
the  fact  that  they  are  highly  stable  compounds.  Although  the  approved  levels  for 
aflatoxins  are  low  (few  ppb),  they  tend  to  accumulate  in  target  organs  favouring 
dangerous  processes  such  as  carcinogenesis,  mutagenesis,  immunotoxicity  and 
hepatotoxicity  (136).  AFB1  is  normally  predominant  in  food  products  and  is 
considered  to  be  one  of  the most  potent  known  liver  carcinogen  to  rats  and mice 
(137).  It  is  particularly  present  in  Asia  and  sub‐Saharan  Africa  regions  in  which 
climatic  factors  and  storage  techniques  favour  foods  contaminants  (138).  A 
synergistic  effect  of  AFB1  and  HBV  on  hepatocellular  carcinoma  risk  has  been 
reported  in  many  studies  (138,  139).  AFM1  is  a  hydroxylated  metabolite  of  AFB1 
produced  in  the  liver  and  is  found  in  bovine  milk;  this  biotrasformation  does  not 
change the genotoxic and mutagenic properties of its precursor. Another role played 
 32 
   
by  AFB1  is  the  immunosuppressive  action  particularly  evident  in  cell‐mediated 
immune  response  (140).  Several  studies  have  also  reported  that  AFB1  treatment 
increases the formation of reactive oxygen species (ROS) in cultured hepatocytes and 
that  the  use  of  antioxidants  and/or  free  radical  scavengers  is  able  to  inhibit  the 
hepatotoxic effect (141­147).  
No data are currently available on the effects of aflatoxins on the proteasomal system 
thus, considering the importance of this complex in several cell processes,  including 
cancer, we hypothesized that many of the aflatoxins actions may be mediated by their 
interactions with the proteasome. 
 
Extremely  low  frequency  electromagnetic  fields  (ELF­EMFs).  The  exposure  to 
extremely  low  frequency  electromagnetic  fields  (ELF‐EMFs),  generated  by  power 
lines  and household  electric  appliances,  have  been  receiving  increasing  interest  for 
the  feasible  harmful  effects  on  human  health.  Human‐made  fields  have  a  different 
wave form, coherence, and frequency with respect to natural EMFs, and their effects 
on  living biological  systems are not yet  completely understood. Human‐made EMFs 
are above the naturally occurring electric and magnetic fields with an average B value 
of the static geomagnetic field of 40 x 10‐6 T, approximately (148, 149).  
A variety of biological hazards was associated with the exposure to ELF‐EMFs mainly 
as a  consequence of  the  related  increase  in  free  radicals  level  (150­152).  In  cellular 
models,  a  significant  post  exposure  increase  in  reactive  oxygen  species  (ROS)  was 
reported,  suggesting  that  ELF‐EMFs  are  able  to  induce  the  activation  of  cellular 
processes  in  the  investigated models (151, 152). Additionally, ELF‐EMFs were  likely 
to  cause  an  increase  in  free  radicals  lifetime  in  cells  (153,  154).  Several 
epidemiological  studies  reported  evidences  suggesting  a  link  between  ELF‐EMFs 
exposure and cancer risk (148, 155, 156). These observations were supported by data 
reporting  the  electromagnetic  fields‐induced  effects  on  biological  systems,  most 
notably on the activity of components implicated in the regulation of cell proliferation 
(148, 157, 158). 
Nevertheless, it is still unclear whether and how the exposure to ELF‐EMFs promotes 
carcinogenesis. Mutagenic  effects  have been  extensively described,  such  as  a  global 
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increase  in  the  frequency  of  chromosomal  aberrations  (159),  in  micronuclei 
formation (160) or in DNA strand breaks (161).  
There are very  limited data relating  to  the specific effects of ELF‐EMFs on enzymes 
functionality,  although  it  is  believed  that  they  can  affect  enzyme  activity  (148, 154, 
158, 162­165).  In  this  perspective,  our  attention  has  been  focused  on  the  effects  of 
ELF‐EMFs on the proteasomal complex and on their ability to affect the intracellular 
oxidative status. 
 34 
   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
3 PROTEASOMES AND 
NEURODEGENERATIVE DISEASES 
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3.1 Proteasomes and amyloid­beta peptides 
 
3.1.1 Materials and methods 
Reagents and chemicals 
Lyophilized Aβ(1–40) and Aβ(1–42) peptides were stored as powder at −20 °C until 
reconstitution  in  hexafluoroisopropanol  (Sigma‐Aldrich  S.r.L.,  Milano,  Italy). 
Thioflavin T (ThT) used to test peptides aggregation, substrates for assaying the ChT‐
L, T‐L, PGPH, aminopeptidase‐N (AP‐N) activities  (Suc‐Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐AMC, Z‐Leu‐
Ser‐Thr‐Arg‐AMC, Z‐Leu‐Leu‐Glu‐AMC, L‐Leu‐pNA) and proteasome inhibitors, Z‐Gly‐
Pro‐Phe‐Leu‐CHO and lactacystin, were purchased from Sigma‐Aldrich S.r.L. (Milano, 
Italy). The substrate Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Phe‐Gly‐pAB to test BrAAP activity was a kind gift 
from Prof. Orlowski  (Department of Pharmacology, Mount Sinai School of Medicine, 
New  York,  USA).  Aminopeptidase‐N  (EC  3.4.11.2)  for  the  coupled  assay  utilized  to 
detect BrAAP activity (166), was purified from pig kidney as reported elsewhere (167, 
168).  SH‐SY5Y  neuroblastoma  cell  line  was  purchased  from  ATCC,  Manassas,  VA. 
NuPAGE® Novex 12% Bis–Tris Gels for SDS‐PAGE were purchased from Invitrogen, 
Milano.  The  rabbit  anti‐human  p27kip‐1  polyclonal  antibody was  obtained  by  Inalco 
S.p.A., Milano (Italy). The rabbit anti‐human 20S proteasome polyclonal antibody was 
purchased from BIOMOL International, L.P. The mouse monoclonal anti‐Ub antibody 
and the mouse monoclonal 6E10 antibody were obtained by Santa Cruz Biotecnology, 
Inc. Membranes  for Western  blot  analyses were  purchased  from Millipore  (Milano, 
Italy).  Proteins  immobilized  on  films  were  detected  with  the  Enhanced 
Chemiluminescence  (ECL)  system (Amersham Pharmacia Biotech, Milano,  Italy). An 
Oxidized  Protein  Kit  (OxyBlot,  Oncor  Appligene,  Strasbourg,  France)  was  used  to 
detect carbonyl group levels. Other used chemicals and solvents were of the highest 
analytical grade available. 
 
Aβ aggregates production 
The different  assembly  states of Aβ  (1–40) and Aβ  (1–42) were obtained  following 
Dahlgren et al. protocol (38) with minor modifications. Briefly, lyophilized Aβ (1–40) 
and Aβ (1–42) peptides were dissolved in hexafluoroisopropanol at a concentration 
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of 1 mM. Hexafluoroisopropanol was removed under vacuum and the film was stored 
as aliquots in sterile microcentrifuge tubes at −80 °C until used. Immediately prior the 
use, the film was resuspended in dimethyl sulfoxide (DMSO) to a concentration of 5 
mM.  For  fibrils  formation,  10  mM  HCl  was  added  to  bring  the  peptide  to  a  final 
concentration of 100 μM and incubated for 6 days at 37 °C. For oligomeric conditions, 
cell medium was added to bring the peptide to a  final concentration of 100 μM and 
incubated at 4 °C for 6 days. For unaggregated conditions, the peptide was dissolved 
in DMSO and directly diluted into cell culture media. 
 
Fibrils and oligomers detection 
Peptides aggregation  into  fibrils was characterized with  the ThT assay according  to 
LeVine protocol (169). Briefly, at regular time intervals aliquots of Aβ were added to a 
solution  containing  5  μM of  ThT  in  50 mM glycine–NaOH,  pH 8.5,  and  steady  state 
fluorescence  measurements  were  performed  at  25  °C  on  a  Shimadzu  RF5301 
spectrofluorimeter. The excitation and emission  lengths were 440 nm and 485 nm, 
respectively.  Parallel  ThT  blank  assays  were  performed  to  measure  the  minimal 
fluorescence background which was then subtracted to all data reported. Oligomers 
were  detected  following  Dahlgren  et  al.  protocol  (38).  Briefly,  samples  treated  as 
previously described were separated on a SDS‐PAGE using NuPAGE® Novex 12% Bis–
Tris Gel. Western blotting was performed using the mouse monoclonal 6E10 antibody 
for the detection of amino acids 1–17 of Aβ. Samples were electroblotted onto PVDF 
membranes and the detection was carried out using an ECL system with peroxidase 
conjugated secondary antibodies. 
 
Effect of Aβ on purified 20S proteasomes functionality 
To evaluate the effects of the peptides on the 20S constitutive proteasome peptidase 
activities,  in  vitro  assays were  carried  out  using  fluorogenic  peptides.  Suc‐Leu‐Leu‐
Val‐Tyr‐AMC  was  used  for  ChT‐L,  Z‐Leu‐Ser‐Thr‐Arg‐AMC  for  T‐L,  Z‐Leu‐Leu‐Glu‐
AMC  for  PGPH,  and  Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Phe‐Gly‐pAB  for  BrAAP  actvity  (14,  170,  171). 
Isolation and purification of the 20S proteasome from bovine brain were carried out 
as  previously  reported  (170,  172).  The  incubation  mixture  contained  the  different 
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assembly states of the amyloid in concentration from 0.0 to 5.0 μM, 5 μg of  isolated 
20S proteasome, the appropriate substrate and 50 mM Tris–HCl pH 8.0 up to a final 
volume  of  500  μl.  Incubation  was  carried  out  at  37  °C  and,  after  60  min,  the 
measurements  of  the  hydrolyzed  7‐amino‐4‐methyl‐coumarin  (AMC)  and  4‐
aminobenzoic  acid  (PABA)  were  detected  (AMC:  λexc=365  nm,  λem=449  nm;  PABA: 
λexc=304 nm, λem=664 nm) on a spectrofluorimeter Shimadzu RF5301. Control assays 
were  also  performed  in  order  to  evaluate  a  possible  effect  of  the  amyloid  on  the 
proteolytic activity of AP‐N: incubation mixtures containing the amyloid, 8 μg of AP‐N, 
the substrate L‐Leu‐pNA and 50 mM Tris–HCl pH 8.0 up to a  final volume of 500 μl 
were  incubated at 37  °C. After 10 minute  incubation  the activity was measured  (λ= 
405 nm) on a spectrophotometer Varian Cary 100Bio. 
 
Determination of β­casein degradation by the 20S proteasome 
The  effect  of  Aβ  peptides  on  the  proteolytic  activity  of  isolated  constitutive  20S 
proteasome  was  using  β‐casein  as  proteasomal  substrate.  20S  proteasome  was 
preincubated for 30 min at room temperature in 50 mM Tris–HCl pH 8.0 with 1 μM of 
the different assembly states of the amyloid. Then, 25.5 μg of treated proteasome was 
incubated with 100 μg of β‐casein and 50 mM Tris–HCl, 20 mM MgCl2, pH 7.5 up to a 
final  volume  of  100  μl.  The  mixture  was  kept  at  37  °C,  and  20  μl  aliquots  were 
withdrawn at different times (from 0 to 120 min), acidified with 2 μl TCA 10%, and 
subjected  to  HPLC  on  a  Hamilton  PRP‐3  column  (4.1×150  mm)  by  a  Äkta  HPLC 
system (GE Healthcare Biosciences, Sweden). Samples elution and the measurement 
of casein degradation were carried out as reported previously (172). The area of β‐
casein chromatographic peak (λ= 210 nm) was used to determine the rate of casein 
degradation.  Control  experiments were  performed  in  the  absence  of  amyloid.  Each 
experimental  set was  repeated  three  times  and  relative mean  values  and  standard 
deviations were calculated. 
 
Cell culture and exposure to Aβ aggregates 
SH‐SY5Y  neuroblastoma  cell  line  was  maintained  in  minimum  Essential  medium 
(MEM)  (Gibco  Invitrogen  Cell  Culture,  Milano,  Italy)  supplemented  with  10%  fetal 
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bovine  serum  (Sigma‐  Aldrich)  and  1%  penicillin  and  streptomycin.  Cells  were 
maintained  in  a  5% CO2  atmosphere  at  37  °C.  Cells were  grown  in  100‐mm  tissue 
culture dishes at an initial concentration of 2×106 cells/dish and were then exposed 
to 1 μM of the unaggregates, oligomers and fibrils of Aβ (1–40) and Aβ (1–42) for 24 
and 48 h. Control treatments were performed in the presence of DMSO for each time 
point. After removing the medium and washing with cold phosphate buffered saline 
(PBS), cells were harvested in 4 ml of PBS and centrifuged at 1600 x g for 5 min. The 
pellet was resuspended in a lysis buffer (20 mM Tris, pH 7.4, 250 mM sucrose, 1 mM 
EDTA and 5 mM β‐mercaptoethanol) and passed through a 25‐gauge needle at least 
ten  times.  Lysates were  centrifuged  at  12000  x g  for  15 min  and  the  supernatants 
were  stored  at  −80  °C.  Protein  concentration  in  cell  lysates was determined by  the 
method of Bradford (173) using bovine serum albumin as standard. 
 
Cell viability 
Cell  viability  was  determined  by  3‐(4,5‐dimethylthiazol‐2‐yl)‐  2,5‐
diphenyltetrazolium bromide (MTT) conversion, as previously described (174, 175). 
Briefly, following experimental treatment, cells were washed in PBS, pH 7.5 and then 
MTT  (final  concentration  0.5  mg/ml)  was  added  to  culture  medium  without  fetal 
bovine  serum  and  incubated  for  2  h  at  37  °C.  The medium was  then  removed  and 
replaced  with  100  μl  of  DMSO.  The  optical  density  was  measured  at  550  nm  in  a 
microtiter plate reader. At least six cultures were utilized for each time point. 
 
Immunoblot detection of carbonyl groups 
An Oxidized Protein Kit was used to measure the increase in carbonyl groups in cell 
lysates due to possible oxidative effects exerted by Aβ aggregates. Briefly, 12 μg of cell 
lysates  were  treated  according  to  the  OxyBlot  kit  procedure,  run  on  a  12% 
polyacrylamide  gel  and  blotted  onto  a  PVDF  membrane.  Modified  proteins  were 
revealed by appropriate antibodies using an ECL Western blotting analysis system. 
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Western blotting 
Cell  lysates  were  resolved  on  12%  SDS‐PAGE  and  electroblotted  onto  PVDF 
membranes. Membranes with transferred proteins were  incubated with rabbit anti‐
human  p27kip‐1  polyclonal  antibodies  and  rabbit  anti‐human  20S  proteasome 
polyclonal  antibodies.  Cell  lysates  resolved  on  10%  SDS‐PAGE  were  electroblotted 
and  then  incubated  with  mouse  anti‐Ub  monoclonal  antibodies.  The  immunoblot 
detection  was  carried  out  using  an  ECL  Western  blotting  analysis  system  using 
peroxidase  conjugated  secondary  antibodies  (Sigma‐Aldrich).  Every  gel was  loaded 
with  molecular  weight  markers  including  proteins  with  MW  from  6.5  to  205  kDa 
(SigmaMarker  –  Wide  Molecular  Weight  Range,  Sigma‐Aldrich  S.r.l.,  Milano,  Italy). 
Glyceraldehyde‐3‐phosphate dehydrogenase (GAPDH) (Santa Cruz Biotecnology Inc.) 
was  utilized  as  a  control  for  equal  protein  loading: membranes were  stripped  and 
reprobed  for  GAPDH  using  a  monoclonal  antibody  diluted  1:500.  A  densitometric 
algorithm was developed  to quantitate  the Western blot  results. Each Western blot 
film  has  been  scanned  (16  bits  greyscale)  and  the  obtained  digital  data  were 
processed  to  calculate  the  background mean  value  and  its  standard  deviation.  The 
background‐free  image was  then  obtained  by  subtracting  the  background  intensity 
mean  value  from  the  original  digital  data.  The  integrated  densitometric  value 
associated to each band was then calculated as the sum of the density values over all 
the pixels belonging  to  the  considered band having a density  value higher  than  the 
background standard deviation. The band densitometric value was then normalized 
to the relative GAPDH signal intensity. The ratios of band intensities were calculated 
within the same Western blot. All the calculations were carried out using the Matlab 
environment (The MathWorks Inc., MA, USA) (176). 
 
Aβ effects on proteasome activities 
Proteasome peptidase activities in cell lysates (5 μg in the mixture) were carried out 
with  fluorogenic  peptides,  as  previously  described.  The  26S  proteasome  ChT‐L 
activity was  tested using Suc‐Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐AMC as substrate and a 50 mM Tris–
HCl, pH 8.0 buffer  containing 10 mM MgCl2, 1 mM DTT and 2 mM ATP.  In order  to 
evaluate  the  effective  20S  proteasome  contribution  to  the  short  peptide  cleavage, 
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control experiments were carried out using specific proteasome inhibitors, Z‐Gly‐Pro‐
Phe‐Leu‐CHO and lactacystin (5 μM in the reaction mixture). Fluorescence units were 
then subtracted of the values of control assays in the presence of the two inhibitors. 
BrAAP activity was performed in a coupled test in the presence of AP‐N (EC 3.4.11.2) 
(14).  Incubation  was  carried  out  at  37  °C  for  60  min.  Hydrolyzed  7‐amino‐4‐
methylcoumarin (AMC) and 4‐aminobenzoic acid (PABA) were then measured (AMC: 
λexc=365 nm, λem=449 nm; PABA: λexc= 304 nm, λem=664 nm) on a Shimadzu RF5301 
spectrofluorimeter. Control assays were also performed to evaluate a possible effect 
of Aβ on the proteolytic activity of AP‐N.  
 
Statistical analysis 
Values are expressed as mean values and standard deviation of results obtained from 
separate  experiments.  Student's  t  test  was  used  to  compare  differences  of  means 
between  control  and  treated  groups  in  the  densitometric  analyses  of  Western 
blottings. Analysis of variance (ANOVA), followed by the Holm–Sidak test for multiple 
comparisons,  was  used  to  assess  differences  among multiple  sets  of  data  obtained 
with cells untreated and  treated with  the different assembly states of  the amyloids. 
Statistical  tests were performed with Sigma‐Stat 3.1  software  (SPSS, Chicago,  IL). A 
value of p<0.05 was considered significant. 
 
 
3.1.2 Results 
Aβ (1–40) and Aβ (1–42) aggregation  
The presence of Aβ aggregates has been described as a clear hallmark of AD (37, 43, 
177). In the present study we investigated the effects of amyloid peptides in different 
aggregation states on purified and cellular 20S proteasomes. Aβ  (1–40) and Aβ  (1–
42)  aggregates  were  obtained  using  the  protocols  described  in  the  Experimental 
procedures  section.  The  aggregation  process  of  amyloid  fibrils  was  followed 
monitoring the fluorescence due to the binding of Thioflavin T (ThT). Fig. 9 panel A 
shows  the  time  courses  of  Aβ  (1–40)  and  Aβ  (1–42)  aggregation measured  by  the 
increase  in ThT fluorescence.  It  is possible  to distinguish between the two peptides 
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because  they reach  the maximum value of  fluorescence emission at different  times. 
Immunoblotting was used to detect Aβ (1–40) and Aβ (1–42) oligomers (38). Fig. 9 
panel B shows a representative Western blot performed using the mouse monoclonal 
antibody  6E10,  specific  for  the  residues  1–17  of  Aβ.  The  conditions  to  obtain 
oligomers,  induced  the  formation  of  three  different  species,  respectively monomer, 
trimer  and  tetramer,  for  Aβ  (1–42),  and  two  different  species,  monomer  and 
tetramer, for Aβ (1–40). Control assays were performed incubating Aβ (1–40) and Aβ 
(1–42)  peptides  in  the  culture  medium  at  37  °C  in  order  to  evaluate  the  possible 
formation of oligomers. Oligomeric structures were not detected during the first 72 h 
of incubation (data not shown). 
 
 
 
Figure 9. Aβ (1–40) and Aβ (1–42) aggregates  formation. Detection of Aβ  fibrils 
and  oligomers.  Panel  A  shows  Aβ  (1–40)  and  Aβ  (1–42)  aggregation  into  fibrils 
followed by measurements of ThT  fluorescence emission.  (●) Aβ (1–42) and (○) Aβ 
(1–40).  Panel  B  shows  a  representative  Western  blot  performed  using  the  mouse 
monoclonal antibody 6E10, specific for the residues 1–17 of Aβ,  for the detection of 
oligomers. Fibrils and oligomers were obtained using the protocols described in the 
Material and methods section. 
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Effect of Aβ (1–40) and Aβ (1–42) on isolated 20S proteasomes functionality 
In  order  to  investigate  the  effects  of  Aβ  in  different  assembly  states  on  the 
constitutive  20S  proteasome,  we  isolated  20S  proteasomes  from  bovine  brain  and 
conducted  studies  using  fluorogenic  peptides  as  substrates.  Proteasomes  were 
incubated with soluble, oligomeric and  fibrillar  forms of Aβ  to  see  if  they affect  the 
enzyme  functionality.  Purified  20S  proteasome  was  incubated  for  60  min  with 
different concentrations (from 0.0 to 5.0 μM) of Aβ and the appropriate substrate for 
each  proteolytic  activity.  We  found  that  the  ChT‐L  and  BrAAP  components  were 
largely affected by the action of both peptides (Fig. 10, panels A–E and B–F), whereas 
the T‐L and PGPH components (Fig. 10, panels C–G and D–H) were not significantly 
influenced. Fig. 10 shows  that  the oligomeric and  fibrillar  forms of  the peptides are 
the most effective in the alteration of the two proteasome activities; for example, the 
treatment  with  the  fibrillar  forms  of  Aβ  (1–40)  and  Aβ  (1–42)  resulted  in  an 
inhibition of at  least 30% of the ChT‐L component compared to proteasome activity 
in the absence of amyloid peptides.  
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Figure  10.  Effect  of  Aβ  (1–40)  and  Aβ  (1–42)  on  the  activity  of  isolated  20S 
proteasomes.  Effect  of  increasing  concentrations  (from 0.0  to  5.0  μM)  of  (●)  non‐
fibrillar, (□) oligomeric and (▲) fibrillar forms of Aβ (1–40) and Aβ (1–42),  left and 
right panels, respectively, on the ChT L (panels A–E), BrAAP (panels B–F), T‐L (panels 
C–G) and PGPH (panels D–H) components of 20S proteasomes  isolated  from bovine 
brain. Values are reported as percentage compared to proteasome activity alone. Data 
are shown as mean values ± SD from six distinct determinations. 
 44 
   
In addition, the 20S proteasome proteolytic activity upon treatment with 1 μM of the 
different  assembly  states  of  the  two  peptides  was  examined  using  β‐casein  as 
substrate (Fig. 10). 20S constitutive proteasomes alone almost completely degraded 
β‐casein within 120 minute incubation. The presence of amyloid peptides, especially 
oligomers and fibrils, slowed down the degradation rate with evident effects starting 
at 60 min of incubation. Moreover, the two peptides prevented the proteasome from a 
complete degradation of β‐casein. Finally, as shown in Fig. 11 panel B, Aβ (1–42) was 
the amyloid peptide with the highest inhibitory effect towards proteasome‐mediated 
degradation. 
 
 
Figure 11. Proteasomal degradation of  β­casein  in  the presence of Aβ  (1–40) 
and  Aβ  (1–42).  Effect  of  Aβ  (1–40)  and  Aβ  (1–42)  (■)  non‐fibrillar  form,  (■) 
oligomers  and  (■)  fibrils,  panels  A  and  B,  respectively,  on  β‐casein  degradation  by 
constitutive 20S proteasomes. Control experiments in the absence of amyloid (□). The 
rate  of  casein  degradation  was  determined  by  measuring  the  area  of  β‐casein 
chromatographic  peak  (λ=210  nm)  and  it  is  represented  as  percentage  value  with 
respect  to  its  corresponding  treatment  at  0  min.  Asterisks  indicate  data  points 
statistically significant compared to the respective not treated control in the time set 
(*p<0.05). Each experimental set was repeated three times and relative mean values 
and SD were calculated. 
 
 
Cell treatment with Aβ (1–40) and Aβ (1–42) 
SH‐SY5Y  cells  were  treated  over  time  (24  and  48  h)  with  1  μM  of  unaggregated, 
oligomeric  and  fibrillar  forms  of  Aβ  (1–40)  and  Aβ  (1–42)  and  the  effects  on  cell 
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viability were measured with the MTT assay. The treatment with both amyloids did 
not induce significant changes in cell survival (data not shown). SH‐SY5Y cell lysates 
were analyzed  for  the 20S proteasomal ChT‐L, T‐L, PGPH and BrAAP activities  (Fig. 
12).  We  found  a  general  decrease  of  the  enzyme  functionality  especially  upon 
treatment  with  the  oligomeric  and  fibrillar  forms.  In  fact,  comparing  these  assays 
with  the  results  obtained  using  purified  proteasomes,  where  the  inhibition  was 
particularly evident only for the ChT‐L and BrAAP activities, it comes out that the four 
tested components were all significantly affected by amyloids action. It is interesting 
to note  that,  in  agreement with previous  reported data  (37, 178),  oligomers  can be 
more active than fibrils, confirming the high neurotoxic potential of aggregation form 
(Fig.  12).  Testing  the  ChT‐L  component  of  the  26S  proteasome  in  cell  lysates  the 
tendency was the same, with a significant decrease in proteasome activity primarily 
after  the  exposure  to  Aβ  (1–42)  (Fig.  13,  panel  B).  Control  assays were  run  in  the 
presence of  specific proteasome  inhibitors, Z‐GPFL‐CHO and  lactacystin,  in order  to 
verify the contribution to the proteolysis due effectively to the 20S proteasome. The 
ability  of  these  compounds  to  interact  with  the  proteasome  has  been  already 
demonstrated,  suggesting  a  strong  inhibitory  effect  of  Z‐GPFL‐CHO  and  lactacystin 
specifically toward the BrAAP and ChT‐L components (179, 180). An 80% decrease in 
BrAAP activity and a 95% decrease in ChT‐L activity were obtained in the presence of 
Z‐GPFL‐CHO  and  lactacystin  respectively  (data  not  shown),  demonstrating  that  the 
degradation  is  predominantly  dependent  on  proteasome  action.  With  the  aim  of 
demonstrating  that  this  decrease  in  proteasome  activity  is  related  to  a  reduced 
functionality  of  the  complex  rather  than  to  a  lower  expression  of  its  subunits,  we 
conducted Western  blot  experiments  using  antibodies  against  the  20S  proteasome 
subunits.  Results  did  not  show  any  changes  in  20S  core  expression  upon  amyloid 
treatment (data not shown).  
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Figure 12. 20S proteasome activities  in  cell  lysates upon amyloids  treatment. 
SH‐SY5Y  cells  were  cultured  in  the  presence  and  in  the  absence  of  1  µM  of  the 
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different  assembly  states  of  Aβ  (1‐40)  and  Aβ  (1‐42)  (left  and  right  panels, 
respectively) for 24 and 48 hours. (□) Controls, (■) Non‐Fibrillar form, (■) Oligomers, 
(■) Fibrils. ChT‐L (panels A‐E), BrAAP (panel B‐F), T‐L (panels C‐G) and PGPH (panel 
D‐H) activities. Data are expressed as % activity  remaining  towards control  in each 
time  set  and  the  asterisk  indicates  data  points  statistically  significant  compared  to 
their  respective  not  treated  control  cells  (*p  <  0.05).  Fluorescence  units  were 
subtracted of the values of control assays in the presence of specific inhibitors; results 
derived  from  six  independent  experiments.  Values  represent mean  ±  SD  (n=6).  p< 
0.05 by ANOVA with post‐hoc Holm‐Sidak test. 
 
 
 
 
Figure  13.  26S  proteasome  ChT­L  activity  in  cell  lysates  upon  amyloids 
treatment. SH‐SY5Y cells were cultured for 24 and 48 hours in the presence and in 
the absence of 1 µM of the different assembly states of Aβ (1‐40) and Aβ (1‐42), panel 
A and B, respectively. (□) Controls, (■) Non‐Fibrillar form, (■) Oligomers, (■) Fibrils. 
Data are expressed as % activity remaining towards control in each time set and the 
asterisk indicates data points statistically significant compared to their respective not 
treated control cells (*p < 0.05). Fluorescence units were subtracted of the values of 
control  assays  in  the  presence  of  specific  inhibitors;  results  derived  from  six 
independent experiments. Values represent mean ± SD (n=6). p< 0.05 by ANOVA with 
post‐hoc Holm‐Sidak test.  
 
 
The  inhibitory  effect  of  Aβ  aggregates  towards  proteasome  complexes  was  also 
confirmed by Western blot analyses on  the obtained  lysates using an anti‐ubiquitin 
antibody.  Ubiquitin  is  a  small  peptide  able  to  bind  cellular  proteins  forming 
conjugates  which  are  then  degraded  by  the  26S  proteasome.  The  densitometric 
 48 
   
analysis  of  the  autoradiographic  film  revealed  an  increase  of  signal  particularly 
evident in the presence of oligomers and fibrils of the Aβ (1–42) peptide (Fig. 14).  
 
 
 
Figure  14.  Effect  of  Aβ  (1­40)  and  Aβ  (1­42)  treatment  on  ubiquitin­protein 
conjugates. Ubiquitin‐protein conjugates levels in SH‐SY5Y cells treated with Aβ (1‐
40) and Aβ (1‐42),  left and right panels, respectively. (□) Controls, (■) Non‐Fibrillar 
form,  (■) Oligomers,  (■)  Fibrils.  The densitometric  analysis  from  six  separate  blots 
provided  for  quantitative  analysis  is  presented  (panel  A)  and  a  representative 
Western  blot  is  shown  (panel  B).  Equal  protein  loading  was  verified  by  using  an 
antibody directed against GAPDH (panel C). Data points marked with an asterisk are 
statistically  significant  compared  to  their  respective  not  treated  control  cells  (٭p  < 
0.05). 
 
 
Furthermore, studies conducted using anti‐p27 antibodies, known to be a proteasome 
substrate (181), showed a raise in the intracellular levels of this protein, mainly at 48 
h and upon treatment with oligomers and fibrils (Fig. 15).  
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Figure  15.  Effect  of  Aβ  (1­40)  and  Aβ  (1­42)  treatment  on  p27  levels.  p27 
expression in SH‐SY5Y cells exposed to Aβ (1‐40) and Aβ (1‐42), left and right panels, 
respectively.  (□)  Controls,  (■)  Non‐Fibrillar  form,  (■)  Oligomers,  (■)  Fibrils.  The 
densitometric  analysis  from  six  separate  blots  provided  for  quantitative  analysis  is 
presented  (panel  A)  and  a  representative Western  blot  is  shown  (panel  B).  Equal 
protein loading was verified by using an antibody directed against GAPDH (panel C). 
Data  points marked with  an  asterisk  are  statistically  significant  compared  to  their 
respective not treated control cells  (٭p < 0.05). 
 
 
Previous studies have demonstrated oxidative properties of Aβ, underlying its role in 
the induction of lipid and protein oxidation in Alzheimer's disease brain (60, 177). In 
order  to  detect  possible  changes  in  the  oxidative  status  of  SH‐SY5Y  cells  upon 
amyloids exposure, which could also explain the high levels of proteasome inhibition 
found  in  cell  lysates,  cellular  protein  carbonyls  content  was  measured  through 
immunoblot  analyses  using  antibodies  against  derivatized  protein  carbonyl  groups. 
Our  findings,  as  shown by  the densitometric  analysis of  the  autoradiographic  films, 
confirmed  previous  results  about  the  oxidative  capacities  of  amyloid  peptides  and 
demonstrated  that  Aβ  (1–42)  is  particularly  efficient  in  the  induction  of  protein 
oxidation, mainly at 48 h of incubation with oligomers and fibrils (Fig. 16). 
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Figure  16.  Effect  of  Aβ  (1­40)  and  Aβ  (1­42)  treatment  on  protein  carbonyl 
groups levels. Protein carbonyl groups levels in SH‐SY5Y cells exposed to Aβ (1‐40) 
and Aβ (1‐42), left and right panels, respectively. (□) Controls, (■) Non‐Fibrillar form, 
(■)  Oligomers,  (■)  Fibrils.  The  densitometric  analysis  from  six  separate  blots 
provided  for  quantitative  analysis  is  presented  (panel  A)  and  a  representative 
Western  blot  is  shown  (panel  B).  Equal  protein  loading  was  verified  by  using  an 
antibody directed against GAPDH (panel C). Data points marked with an asterisk are 
statistically  significant  compared  to  their  respective  not  treated  control  cells  (٭p  < 
0.05). 
 
 
3.1.3 Discussion 
Increasing  evidence  suggests  that  an  impairment  in  the  proteasome‐mediated 
degradation pathway contributes to the development of several neurodegenerations, 
including  Alzheimer’s  disease  (49,  59,  182).  In  a  recent  paper,  analyzing  isolated 
proteasome  complexes  from  control,  mild  cognitive  impairment  (MCI),  and 
Alzheimer’s disease (AD) subjects, we obtained data confirming that impairments in 
the function of purified proteasomes occurs in the earliest stages of AD, and directly 
supporting  a  role  for  oxidative  inactivation  contributing  to  declines  in  proteasome 
function in AD (182).  
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Since  the  ubiquitin‐proteasome  system  is  involved  in  the  hydrolysis  of  misfolded, 
oxidized  and  aggregated  proteins,  failures  in  its  activity  could  lead  to  the 
accumulation of these abnormal structures with lethal consequences for the cell. The 
presence  of  protein  aggregates  is  considered  a  pathological  feature  of  Alzheimer’s 
disease  and  the  senile  plaques,  typical  of  this  neurodegeneration,  are  mostly 
constituted by amyloid β‐protein (Aβ) (40). Previous works have already shown the 
toxicity  of  this  protein  in  its  different  forms  of  aggregation  (43),  with  particular 
reference not  only  to  fibrils  but  also  to non‐fibrillar  structures,  such  as protofibrils 
and amyloid‐derived diffusible ligands (ADDLs), (37, 38). 
To further understand the interplay between proteasomes and amyloid peptides, we 
have investigated the effects of Aβ (1‐40) and Aβ (1‐42) on the proteolytic activity of 
constitutive 20S proteasomes isolated from bovine brain and in lysates obtained from 
a human neuroblastoma cell line (SH‐SY5Y). 
The  treatment  of  purified  20S  proteasomes with  both  Aβ  (1‐40)  and  Aβ  (1‐42)  in 
different  assembly  states  resulted  in  a  significant  inhibition  of  two  of  the  tested 
components,  the  ChT‐L  and  BrAAP.  In  addition,  experiments  conducted  using  β‐
casein as protein  substrate  confirmed  the ability of  oligomers and  fibrils, mainly of 
the  Aβ  (1‐42)  peptide,  to  affect  proteasome  functionality.  It  is  evident  that  the 
aggregates  slows  down  the  degradation  rate  and  prevents  the  proteasome  from  a 
complete  degradation  of  its  substrate.  These  data  are  in  line with  previous  results 
from Gregori et al.  (51) which demonstrated that only the ChT‐L activity of purified 
20S proteasomes was affected by the presence of Aβ (1‐40), while the T‐L and PGPH 
components were not influenced by the peptides. The same group has also published 
data on  the ability of  amyloid peptides  to directly bind 20S proteasomes  forming a 
proteasome‐Aβ  complex  (183).  This  work  suggests  that  Aβ  effects  on  proteasome 
functionality  could  not  be  due  to  a  direct  binding  to  its  active  site,  but  through  an 
indirect  modification  of  the  same  site  (183).  This  interaction  may  therefore  be 
responsible  for  the  inhibition of proteasome catalytic activity reported  in this study 
and in previous findings.  
Previous works have already shown the ability of extracellular amyloid, both peptides 
and  aggregates,  to  enter  the  cell,  suggesting  the  possibility  for  an  interaction  with 
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cytoplasmic components (52, 184­186). In cultured SH‐SY5Y cells, the treatment with 
Aβ  peptides  largely  inhibits  proteasome  activities.  It  is  interesting  to  note  that,  if 
compared to the results obtained analyzing purified proteasomes, cell lysates show a 
global inhibition of proteasome activities, with all the tested components affected by 
the  treatment  with  oligomers  and  fibrils.  The  decrease  in  proteasome  activities 
detected  in  lysates  is  not  associated with  an  increase  in  cell  toxicity  since  the  data 
obtained  from  cell  viability  assays  did  not  show  any  significant  variation. 
Furthermore,  Aβ  treatment  did  not  induce  changes  in  proteasome  content, 
demonstrating  that  the  inhibition  caused  by  the  peptides  is  not  correlated  to 
alterations in proteasome subunits expression. 
It  has  been  demonstrated  that  the  intracellular  protein  p27  undergoes  ubiquitin‐
proteasome mediated  degradation  and  can  be  therefore  considered  an  indicator  of 
proteasome activity (181). The increase in the intracellular levels of p27 reported in 
this  work  can  be  considered  another  evidence  for  the  compromised  proteasome 
functionality.  
The  intimate  correlation  between  Ub‐proteasome  pathway  and  neurodegeneration 
has  been  deeply  investigated,  demonstrating  that  numerous  neuronal  pathologies 
present alterations in this proteolytic machinery with the development of aggregates 
and other inclusions (50, 55, 187). Here we show the presence of a compromised Ub‐
proteasome  pathway  through  the  detection  of  cellular  accumulation  of  Ub‐protein 
conjugates. We  report  an  increase  in  the  Ub‐protein  conjugates  content  after  cells 
exposure to the amyloids, both the oligomeric and fibrillar forms. This result agrees 
with the inhibition of the proteasomal complex found in the assays on cell lysates. A 
decrease  in  the  functionality  of  the  20S  proteasome may  prevent  the  26S  complex 
from a  complete degradation of  its ubiquitinated  substrates,  leading  to  cytoplasmic 
accumulation of Ub‐protein conjugates.  Interestingly, numerous papers have widely 
described  Aβ  (1‐42)  as  more  hydrophobic,  more  prone  to  aggregation  and  more 
amyloidogenic  than  Aβ  (1‐40)  (37,  43).  These  findings  further  support  our  results 
regarding the major effects of Aβ (1‐42) in modulating proteasome activity.   
Our results demonstrate that the treatment of SH‐SY5Y neuroblastoma cells with Aβ 
peptides is able to alter proteasome activity without affecting cell viability.  It would 
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be  interesting  to  evaluate  the  possible  toxic  effect  of  amyloid  peptides  on  primary 
neurons and on the brain itself, where the two conditions, proteasome inhibition and 
Aβ‐associated  toxicity,  could  be  correlated.  On  this  regard,  previous  studies 
conducted on primary hippocampal neurons have indicated the presence of neuronal 
toxicity  associated with proteasome  inhibition  (188).  Therefore,  further  studies  are 
needed  on  this  field  to  elucidate  the  role  of  amyloid  peptides  toxicity  in  different 
neuronal populations.  
Abundant data  indicates  that  oxidative  stress  is  associated with neurodegeneration 
and with pathologies  like AD  (182, 189, 190). Oxidative damage  to  cellular proteins 
can  lead  to conformational changes and  formation of aggregates, as observed  in AD 
(40,  60,  191).  The  high  levels  of  oxidative  damage  found  in  AD  brains  have  been 
correlated  with  the  ability  of  Aβ  to  generate  reactive  oxygen  species  through  the 
interaction with transition metals  like copper and iron (60). The increase in protein 
oxidation  reported  in  this  study,  besides  being  a  possible  consequence  of  the  pro‐
oxidant  effect  of  Aβ,  could  be  interpreted  as  the  product  of  an  altered  proteasome 
functionality.  Indeed,  a  decrease  in  the  efficiency  in  the  proteasome‐mediated 
removal  of  abnormal  and  oxidized  proteins  may  promote  their  accumulation  and 
alterations  in cellular homeostasis.  In addition, protein oxidation could encourage a 
mechanism  that  further  promote  the  initial  amyloid‐associated  proteasome 
inhibition, thus explaining the strongly decreased activity observed in all proteasome 
components  of  cell  lysates  compared  to  isolated  proteasomes.  It  has  been  already 
demonstrated  that  oxidatively  damaged  proteins  tend  to  accumulate  and  impair 
proteasome‐mediated  degradation  (192).  Purified  20S  proteasomes  are,  instead, 
isolated  complexes  that  cannot  be  influenced  by  external  factors,  such  as  cellular 
components,  resulting  in  a  less  evident  decrease  of  the  complex  activity.  It  seems 
reasonable  to  hypothesize  that  the  amyloid‐associated  effects  on  proteasome 
functionality,  observed  in  living  cells,  may  derive  from  both  a  direct  effect  of  the 
peptides  on  the  proteasome  itself  and  from  the  activation  of  pathways  which 
ultimately potentiate proteasome inhibition.  
The  presence  of  proteasome  inhibition  and  of  an  increase  in  the  levels  of  protein 
oxidation  has  been  previously  characterized  as  important  hallmarks  of 
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neurodegenerations. For these reasons our results suggest that in the pathogenesis of 
AD,  besides  the  role  of  the  extracellular  amyloid  beta,  it  should  be  considered  the 
effects  of  that  fraction  of  amyloid  capable  of  entering  the  cell  and  affecting 
cytoplasmic components. 
Concluding,  the  treatment  of  isolated  and  cellular  proteasomes  with  Aβ  oligomers 
and fibrils induces important changes in their catalytic activity. Exposure of neuronal 
cells  to  the  peptides  determines  the  inhibition  of  all  the  catalytic  components, 
confirmed  also  by  the  enhancement  in  the  levels  of Ub  conjugates  and  of  p27.  The 
impairments observed in proteasome activity are linked with an increase in the level 
of protein oxidation in the cell but are not associated with cell toxicity, since there is 
not a significant influence on cell survival. 
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3.2 Proteasomes and prion protein in scrapie­affected sheep 
 
3.2.1 Materials and methods 
Reagents and chemicals 
Tissue  samples  from  brainstem  of  sheep  were  obtained  from  the  Istituto 
Zooprofilattico Sperimentale Umbria‐Marche. Substrates Suc‐LLVY‐AMC, Z‐LLE‐2NA, 
and Z‐GGR‐2NA for assaying the ChT‐L, PGPH, and T‐L activities were purchased from 
Sigma‐Aldrich  S.r.L. Milano,  Italy.  The  Z‐GPALA‐pAB  substrate  and  the  Z‐GPFL‐CHO 
inhibitor were the kind gift of Prof. M. Orlowski (Department of Pharmacology, Mount 
Sinai School of Medicine, New York, NY). The anti‐20S and the anti‐subunit β5, β1, β2, 
β5i, β1i, and β2i antibodies were purchased  from Biomol  International LP (Matford 
Court,  Exeter,  United  Kingdom).  The  Prionics‐CheckWestern  and  the  mouse 
monoclonal anti‐PrP antibody (mAB) 6H4 were obtained from Prionics (Switzerland). 
The  polyclonal  anti‐GAPDH  (FL‐335;  glyceraldehyde‐3‐phosphate  dehydrogenase) 
antibody  and  the mouse monoclonal  anti‐ubiquitin  antibody  were  purchased  from 
Santa  Cruz  Biotechnology  (Santa  Cruz,  CA).  The  Oxidized  Protein  Detection  Kit 
(OxyBlot) was purchased from Appligene‐Oncor (Strasbourg, France). The polyclonal 
antibody  raised  against  prion  protein  PrP‐ab3531  was  obtained  from  Abcam 
(Cambridge, United Kingdom) and used for  immunohistochemical staining of PrP  in 
formalin‐fixed  sheep  tissues.  The  peroxidase/DAB  kit  (En  Vision;  DAKO,  Glostrup, 
Denmark)  was  employed  in  the  immunostaining  assays;  Vectamount  mounting 
medium (Vector Laboratories, Burlingame, CA) was used for sections counterstaining. 
Apoptosis  was  highlighted  through  a  TUNEL  colorimetric  staining  (DeadEnd; 
Promega  Italy) according  to  the manufacturer’s  instructions. The Silver Staining Kit 
Protein  was  obtained  from  Amersham  Biosciences.  Other  reagents  were  obtained 
from Sigma. 
 
Sampling of brainstem and scrapie test 
All  the  analyzed  ovine  samples  were  obtained  from  the  Zooprofilactic  Institute  of 
Marche  region,  which  applies,  for  sheep  killing,  rules  from  the  Italian  active 
surveillance plan. All efforts were made to minimize both the suffering (deep surgical 
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anesthesia)  and  the  numbers  of  animals.  The  practice  for  acquiring  the  samples 
follows  a  European  procedure  described  by  the  European  commission  in  ‘‘The 
Evaluation of  tests  for  the diagnosis of  transmissible spongiform encephalopathy  in 
bovines,’’  8  July 1999. After  the beheading of  each  sheep,  the whole brainstem was 
removed using a special spoonlike instrument through the foramen magnum, and 0.5 
g from the brainstem, specifically cut in the obex region (193), was cut out and then 
homogenized  in  a  specific  buffer  and  subsequently  treated  with  proteinase  K, 
according to the Prionics‐Check Western SR protocol (Prionics, CH) used to establish 
the  scrapie  positivity.  This  allows  the  degradation  of  the  normal  prion  protein 
isoform,  and  only  the  PrPSc  protein  remains  in  the  test  sample.  After  digestion,  the 
PrPSc was revealed by Western blot analysis using the antibody 6H4. The monoclonal 
antibody 6H4 recognizes the sequence DYEDRYYRE in the prion protein (human PrP; 
amino  acids  144–152):  this  sequence  is  conserved  in most  known mammalian  PrP 
sequences (human, cattle, sheep, rabbit, mink, and a variety of primates). 
 
PrPC purification 
PrPC  purification  was  performed  on  brainstem  tissue  lysates  from  different  sheep 
using the Pan protocol (194). After removal of the brainstems through the spinal cord 
canal,  tissues  were  rapidly  frozen  in  liquid  nitrogen  and  maintained  at  ‐70°C;  all 
purification  steps were performed at  4°C,  and  ice‐cold buffers were used.  Purity  of 
the obtained protein was assessed by performing an SDS‐PAGE (12% gel), visualizing 
proteins  by  silver  staining,  and  by  standard Western  Blot  analysis  performed with 
anti‐PrP  mAB  6H4  (Fig.  17).  No  copurifying  protein  bands  were  detectable.  Final 
protein  concentration  was  measured  by  the  optical  density  at  280  nm,  using  as 
extinction coefficient a value of 58718.0 M‐1cm‐1. The obtained PrPC was divided into 
aliquots and stored at –80°C. 
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Figure 17. PrPC purification. PrPC was purified  following Pan et al. protocol (194). 
Purity of the obtained protein was assessed performing a 12% SDS‐PAGE, visualizing 
proteins by  silver  staining  (gel  lane)  and a Western Blot  analysis using an anti‐PrP 
mAB 6H4 (wb lane). 
 
 
Measurement of proteasome activities 
Fractions of the brainstem were homogenized in 50 mM Tris, 0.1 M KCl, 2 mM EDTA, 
pH 7.5 ice cold buffer and subsequently passed 15 times through a 20‐gauge needle 
maintaining the samples at 4°C. The insoluble material was removed by refrigerated 
centrifugation  for  60 min  at  13,000  x g  and  the  supernatant was  further  analyzed. 
Protein  concentration  was  determined  using  Lowry  protocol  (195).  Isolation  and 
purification of 20S proteasomes  from bovine brain and  thymus were carried out as 
previously reported (170, 172). Proteasome activities were measured by  incubation 
of  an  aliquot  of  each  sample  homogenate  (250  µg  of  total  proteins) with  synthetic 
substrates  specific  for  the  T‐L  and  PGPH  components  (Z‐GGR‐2NA  and  Z‐LLE‐2NA, 
respectively) in the activity buffer (50 mM Tris‐EDTA, pH 7.8) for 1 h at 37°C in a total 
volume of 250 µl, as reported previously (14, 170). Absorbance values were detected 
on  a  spectrophotometer  Cary  1.  The  ChT‐L  and  BrAAP  activities  were  determined 
using the fluorogenic substrates Suc‐LLVY‐AMC and Z‐GPALG‐pAB, respectively,  in a 
final volume of 500 µl. After 1 h of incubation at 37°C, the fluorescence was detected 
on  a  spectrofluorimeter  Shimadzu RF5301  (AMC:  λexc=365 nm,  λem=449 nm; PABA: 
λexc=304 nm, λem=664 nm). The ChT‐L and the BrAAP activities were measured also in 
the  presence  of  specific  inhibitors  Z‐GPFL‐CHO  and  lactacystin  (5  µM  in  the  assay) 
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(179). Aminopeptidase N (EC 3.4.11.2), used for coupled assay utilized for detecting 
the BrAAP activity, was purified  from pig kidney, as  reported elsewhere (167, 168). 
Specific  activities  are  expressed  as  the  number  of  micromole  of  substrate 
degraded/milligram protein/hour. 
In  the  same  manner,  catalytic  activities  of  constitutive  and  interferon‐γ  inducible 
isolated 20S proteasomes (10 µg of enzyme) were then measured in the presence of 
increasing  concentrations  of  PrPC  (0  –  300  nM)  previously  isolated.  In  order  to 
eliminate  the  possible  interference  of  PrPC  dissolving  buffer,  control  assays  were 
carried out  in  the presence of  the  same amounts  of  dissolving buffer  (0.01 M MES, 
0.12% ZW 3‐12 pH 6.2).  
 
Proteasome immunoprecipitation from brainstem homogenates 
Proteasomes  immunoprecipitation was  conducted on brainstem  tissue  lysates  from 
different  sheep  using  anti‐20S  proteasome  antibody  coupled  with  protein  A‐
Sepharose CL‐4B  (Sigma).  The  immunoprecipitation was  carried  out  accordingly  to 
previously published protocols (59, 196, 197). After immunoprecipitation, each pellet 
was  resuspended  in  50  µl  Laemmli  sample  buffer,  heated  at  95°C  for  5  min., 
centrifuged  for  30  sec.  at  12000  x g  and  the  collected  supernatants were  used  for 
Western blot analyses with anti‐PrP antibody (mAB) 6H4. An immunoblot detection 
using  an  anti‐20S  proteasome  antibody  was  performed  in  order  to  verify  the 
efficiency  of  the  immunoprecipitation  procedure  and  to  control  the  equal  protein 
loading. 
 
Polyacrylamide gel electrophoresis and western blot 
Sodium  dodecyl  sulphate‐polyacrylamide  gel  electrophoresis  (SDS/PAGE)  was 
performed in 12% gels. Immunoblot experiments using anti‐20S proteasome, anti‐β5, 
β1  and  β2  subunits  or  anti‐β5i,  β1i  and  β2i  subunits  antibodies  were  performed 
electroblotting  tissue  lysates,  previously  separated  on  a  12%  SDS  gel,  onto  PVDF 
membranes.  Mouse  monoclonal  anti‐PrP  antibody  (mAB)  6H4  was  utilized  for 
immunoblot  detections  of  PrP  protein  in  20S  proteasome‐immunoprecipitated 
samples in order to verify their co‐immunoprecipitation. 
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Every  gel  was  loaded with molecular  weight markers  including  proteins  with MW 
from  6.5  to  205  kDa  (SigmaMarker  ‐ Wide Molecular Weight  Range,  Sigma‐Aldrich 
S.r.l.,  Milano,  Italy).  GAPDH  was  utilized  as  a  control  for  equal  protein  loading: 
membranes  were  stripped  and  reprobed  for  GAPDH  using  a  monoclonal  antibody 
diluted  1:500.  A  densitometric  algorithm  has  been  developed  to  quantitate  the 
Western Blot results (176). 
 
Immunohistochemistry  
Formalin‐fixed,  paraffin‐embedded  tissue  blocks  from  brainstem  portions,  sampled 
adjacently  to  portions  used  for  Western  blot  evaluations,  were  selected  for 
immunohistochemistry  to  estimate  the  expression  of  the  20S  proteasome  core 
particle  in  infected  and  control  sheep.  Serial  sections  were  used  to  evaluate, 
respectively,  proteasome  expression,  prion  expression  (using  the  prion  protein 
antibody  PrP  –  ab3531,  Abcam,  1:20  dilution),  and  apoptosis  by  using  the  TUNEL 
colorimetric  staining  (DeadEnd®,  Promega,  Italy)  according  to  the  manufacturer’s 
instructions.  Finally,  adjacent  sections  were  also  employed  for  the  evaluation  of 
immunoreactive  ubiquitin‐protein  conjugates,  by  using  an  anti‐ubiquitin  antibody 
diluted  1:50  in  buffer,  incubated  over  night  and  routinely  developed  as  below 
described. 
Briefly,  after  blocking  the  endogenous  peroxidase,  sections  were  treated  by  an 
epitope  retrieval methods  using microwave  in  0.01 M  citrate  buffer  (pH  6.0),  then 
incubated  in  PBS  containing  1%  bovine  serum  albumine  (BSA)  and  1%  polyvinyl‐
pyrrolidone  (PVP,  Sigma)  for  30 min  at  room  temperature,  followed  by  incubation 
with primary antibodies. To enhance PrP immunostaining, sections were pre‐treated 
with picric acid for 15 min, autoclaved in distilled water for 10 min, treated with 96% 
formic acid for 10 min, and then 4 M guanidine thiocyanate at 4°C for 120 min (198, 
199). This step was omitted for sections employed for triple stain reaction, tested to 
evaluate the co‐localization of PrP, the 20S proteasome and apoptotic activity in the 
same  neuron.  All  single  reactions  of  immunostaining  were  developed  with  a 
peroxidase/DAB kit (En Vision, DAKO, Glostrup, Denmark). No‐first‐antibody control 
was carried out with the omission of primary antibody. In sections tested for multiple 
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antigens,  binding  of  previous  mentioned  antibodies  was  revealed  with  ABC‐
peroxydase (Vector Laboratories, Inc., Burlingame, CA) or ABC–alkaline phosphatase 
(Vector  Laboratories,  Inc.,  Burlingame,  CA)  techniques  using  1:200  diluted  biotin 
conjugated  goat‐anti  rabbit  IgG  (AO433; DAKO,  Glostrup,  Denmark),  applied  for  45 
min  at  room  temperature  as  secondary  antibodies.  The  enzymatic  reaction  was 
developed with 3‐1‐diaminobenzydine (DAB) added with nickel (Sigma chemical Co., 
St. Louis, MO) to develop the TUNEL colorimetric staining, and VIP (Vector) or Vector 
Blue  (Vector),  as  substrates  respectively  for  ABC‐peroxydase  and  ABC‐alkaline 
phosphatase  techniques. All  sections were counterstained with Meyer haematoxylin 
and covered with Vecta Mount mounting medium (Vector Laboratories, Burlingame, 
CA,  USA).  Intensity  of  immunostaining  was  assessed  semiquantitatively  by  a  four‐
grade score (no, weak, moderate, and strong labeling). 
 
Immunoblot detection of carbonyl groups 
Immunoblot detection of carbonyl groups was performed with the OxyBlot oxidized 
protein  detection  kit,  according  to  the  manufacturer.  Briefly,  25  µg  of  brainstem 
lysates  were  incubated  for  15  minutes  at  room  temperature  with  2,4‐
dinitrophenylhydrazine  (DNPH)  to  form  the  dinitrophenylhydrazone  carbonyl 
derivate  and  separated  on  a  12%  SDS/PAGE.  The  modified  proteins,  blotted  on  a 
PVDF membrane, were revealed by anti‐DNP antibodies. The  immunoblot detection 
was  carried  out  with  ECL  (Enhanced  ChemiLuminescence)  Western  blot  analysis 
system  (Amersham‐Pharmacia‐Biotech)  using  peroxidase  conjugated  secondary 
antibody. 
 
Statistical analysis 
Values are expressed as mean values and standard deviation (SD) of results obtained 
from separate experiments. Student’s t test was used to compare differences of means 
between control, aged and scrapie groups in the 20S specific activities measures and 
in the densitometric analyses of Western blots.  
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3.2.2 Results 
Immunoblot detection of PrPSc isoform 
Tissue samples of brainstems from post‐mortem samplings on slaughtered and fallen 
stock  sheep  were  first  subjected  to  the  Prionics®‐Check  Western  test  in  order  to 
evaluate the presence of the PrPSc protein. These tests were performed at the Istituto 
Zooprofilattico Sperimentale Umbria‐Marche (data not shown). 
Table 2 summarizes data about the samples utilized  in the present study. All  tested 
brainstem  tissues  came  from  female  sheep  of  different  age.  In  particular,  samples 
were  chosen  in  order  to  consider  both  various  scrapie  stages  (lethal  or  not)  and 
modifications due to the normal aging processes. Indeed, besides considering healthy 
and  scrapie‐positive  subjects,  we  analyzed  three  healthy  sheep  (samples  n°  6‐8) 
which were much older than the other animals. This choice has been made with the 
aim of estimating the contribution of oxidative stress in the pathological condition. 
 
Table 2. Data related to the animals utilized in the present study. 
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Proteasome activities in brainstem tissues 
Proteasome activities were measured in brainstem tissue lysates comparing controls 
(n=5 different subjects), aged samples (n=3 different subjects) and samples positive 
to  the  Prionics®‐Check  kit  (n=5  different  subjects).  Assays  were  conducted  as 
reported in the Materials and Methods section. The BrAAP and ChT‐L activities were 
determined  in  the  presence  and  absence  of  specific  inhibitors,  Z‐GPLF‐CHO  and 
lactacystin,  in order to assess the effective contribution of these two components to 
the peptides degradation.  
Comparing  the  specific  activities  mean  values  obtained  assaying  the  proteasome 
components  on  controls  and  scrapie‐positive  animals,  it  is  detectable  a  significant 
change in the T‐L and ChT‐L activities. In particular, from the data reported in Table 
3,  it  is  evident  that  the  ChT‐L  is  the  most  influenced  component,  with  a  3.6‐fold 
increase  compared  to  control  mean  value  (p<0.05),  followed  by  the  T‐L  activity, 
which shows a 1.4‐fold activation (p<0.05). No significant changes in scrapie‐affected 
animals  were  detected  for  the  PGPH  and  BrAAP  components.  As  abovementioned, 
samples n° 6‐8 represent control, not infected animals, but much older than the other 
healthy  subjects.  It  is  interesting  to  notice  that  for  these  samples  the  tendency 
observed for proteasome proteolytic activities was similar to that of positive sheep: 
the  ChT‐L  and  the  T‐L  components  showed  respectively  a  1.97‐fold  and  a  1.4‐fold 
increase  compared  to  control  group  mean  values  (p<0.05).  Furthermore,  aged 
subjects  presented  an  altered  BrAAP  activity,  which  was  1.8‐fold  increased  with 
respect  to  control  group  mean  value  (p<0.05)  and  a  slight  inhibition  of  the  PGPH 
component (20% decrease compared to controls, p<0.05). These results suggest that 
an increase of oxidative stress, known to be associated with aging, is involved in the 
progression  of  scrapie.  However,  the  scrapie  sheep  ChT‐L  showed  a  more  evident 
activation (3.6‐fold increase) than in old age samples (1.97‐fold activation) compared 
to healthy sheep ChT‐L mean value, p<0.05.   
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Table 3. 20S proteasome specific activity values. 
  
  Specific activity (µmoles of substrate/mg h) 
  PGPH  
(Z‐LLE‐2NA) 
BrAAP  
(GPALA‐pAB) 
T­L  
(Z‐GGR‐2NA) 
ChT­L  
(Suc‐LLVY‐AMC) 
 
CO
N
T
R
O
LS
 
1  28.05 x 10‐3 0.847 x 10‐2 22.95 x 10‐3 6.57 x 10‐6 
2  26.20 x 10‐3 1.762 x 10‐2 18.11 x 10‐3 9.11 x 10‐6 
3  21.83 x 10‐3
 
0.918 x 10‐2
 
21.37 x 10‐3
 
6.59 x 10‐6 
 
4  24.20 x 10‐3
 
1.412 x 10‐2
 
21.80 x 10‐3
 
7.25 x 10‐6 
 
5  22.29 x 10‐3  1.516 x 10‐2  24.45 x 10‐3  7.40 x 10‐6 
Mean value  24.51 x 10­3 
± 2.63 x 10­3 
1.291 x 10­2 
± 0.39 x 10­2 
21.73 x 10­3 
± 2.35 x 10­3 
7.38 x 10­6 
± 1.04 x 10­6 
 
A
G
ED
 S
U
B
JE
CT
S 
6  21.14 x 10‐3 2.384 x 10‐2 30.09 x 10‐3 15.42 x 10‐6 
7  17.99 x 10‐3 2.293 x 10‐2 29.89 x 10‐3 13.64 x 10‐6
8  19.72 x 10‐3  2.570 x 10‐2  31.67 x 10‐3  14.66 x 10‐6 
Mean value 
* 
19.61 x 10­3 
± 1.58 x 10­3 
* 
2.415 x 10­2 
± 0.14 x 10­2 
* 
30.55 x 10­3 
± 0.98 x 10­3 
* 
14.57 x 10­6 
± 0.89 x 10­6 
SC
R
A
P
IE
 
9  28.39 x 10‐3
 
1.830 x 10‐2
 
29.49 x 10‐3
 
23.26 x 10‐6
 
10  29.85  x 10‐3
 
2.638 x 10‐2
 
33.86 x 10‐3
 
22.22 x 10‐6
 
11  24.50 x 10‐3
 
1.544 x 10‐2
 
29.72 x 10‐3
 
24.74 x 10‐6
 
12  22.31 x 10‐3
 
0.518 x 10‐2
 
28.52 x 10‐3
 
31.65 x 10‐6
 
13  22.67 x 10‐3 0.645 x 10‐2 34.75 x 10‐3 32.22 x 10‐6
Mean value 
 
25.54 x 10­3 
± 3.41 x 10­3 
 
1.435 x 10­2 
± 0.88 x 10­2 
* 
31.27 x 10­3 
± 2.83 x 10­3 
* 
26.82 x 10­6 
± 4.76 x 10­6 
(*) statistical significance (p<0.05) of scrapie and aged subjects mean values compared to controls 
 
Variations in proteasome functionality are correlated with changes in the cytoplasmic 
amounts  of  ubiquitin‐protein  conjugates.  In  order  to  detect  such  complexes  we 
performed  immunohistochemical  studies  on  obex  sections  comparing  control  and 
scrapie  tissues.  Structures  containing  immunoreactive  ubiquitin‐protein  conjugates 
were  evident  in  scrapie  affected  obex  particularly  in  inclusion  bodies  within 
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vacuolated  neurones  and  in  areas  surrounding  anti‐PrP  positive  plaques.  The 
ubiquinated intraneuronal inclusion bodies were observed only in highly vacuolated 
parts  of  the  scrapie  affected  brains,  strictly  related  to  the  diffuse  deposits  of  PrP 
protein (Fig. 18).  
 
 
 
Figure 18. Representative immunohistochemical analyses showing sections from the 
control sheep n. 4 (Panel A) and the scrapie sheep n. 11 (Panel B) stained with the 
anti‐Ub antibody. Scale Bar = 50µm. 
 
 
Subsequently,  with  the  aim  of  explaining  the  differences  observed  in  proteasome 
activities  between  controls  and  pathological  samples,  we  analyzed  proteasome 
content in the brainstem samples by immunoblotting assays using an anti‐20S “core” 
proteasome  antibody.  These  results  indicate  that  the  variations  in  proteasome 
activity  values  are  neither  the  result  of  modified  proteasome  expression  nor 
proteasome  decomposition  during  post‐mortem  autolytic  tissue  degradation  (Fig. 
19). 
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Immunoblot detection of proteasomal β­catalytic subunits 
In order to verify β‐subunits expression levels in scrapie‐samples in comparison with 
controls, immunoblots were performed using antibodies against constitutive (β5, β1 
and  β2)  and  interferon‐γ  inducible  (β5i,  β1i  and  β2i)  subunits.  Each  subunit  is 
responsible  for  the different proteasome activities: β5  for  the ChT‐L and BrAAP, β2 
for the T‐L and β1 for the PGPH in the constitutive proteasome; β5i for the ChT‐L and 
BrAAP, β2i for the T‐L and β1i for the PGPH for the immunoproteasome (200, 201).  
20S  proteasomes  isolated  from  bovine  brain  and  thymus  were  used  as  internal 
references  for  a  constitutive  and  an  immunoproteasome,  respectively.  Immunoblot 
analyses  revealed  that  both  constitutive  and  interferon‐γ  inducible  subunits  were 
expressed  in  all  samples;  moreover,  no  differences  were  detectable  in  proteasome 
subunits expression between scrapie‐positive and control samples (Fig. 19, panels D‐
I). 
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Figure 19. Representative Western blot performed using anti­20S proteasome 
and  anti­β  subunits  antibodies.  Representative  autoradiographies  of  20S 
proteasome  (panel  B)  and  proteasomal  β‐subunits  (panels  D‐I)  expression  in 
brainstem  homogenates  of  control  sheep  (lanes  1‐5),  aged  sheep  (lanes  6‐8)  and 
scrapie‐positive animals (lanes 9‐13). Lanes C were loaded with 5 µg of constitutive 
or  immuno‐  20S  proteasome  purified  from  bovine  brain  or  thymus.  The 
densitometric  analysis  from  six  separate blots provided  for quantitative  analysis  of 
the amount of 20S “core” is presented (panel A) and a representative Western blot is 
shown  in  panel  B.  Equal  protein  loading  was  verified  by  using  an  anti‐GAPDH 
antibody (panel C).  
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Immunoblot detection of PrP in 20S­immunoprecipitated samples 
Trying  to  explain  the  altered  proteolytic  activities  observed  in  scrapie  samples we 
evaluated the possibility of a direct interaction between PrP and 20S proteasomes. In 
order  to  evaluate  the  presence  of  the  prion  protein  in  20S‐immunoprecipitated 
samples, immunoblot experiments using the anti‐PrP antibody 6H4 were performed. 
This monoclonal antibody recognizes the sequence  from amino acid 144 and 152, a 
well  conserved  region  in  mammalian  prions.  The  20S  proteasome  was 
immunoprecipitated  following  already  published  protocols  (59,  197).  Results 
reported in Fig. 20 demonstrate that the immunostaining of the immunoprecipitated 
20S proteasomes with the anti‐PrP antibody produces a protein band in all the loaded 
samples, young (lanes 1‐5), aged (lanes 6‐8) and positive ones (lanes 9‐13), indicating 
that  prions  co‐precipitates  with  the  20S  proteasome.  The  control  sample  (Std) 
contains the normal  isoform of  the prion protein:  the corresponding diffuse band  is 
spread from 25‐35 kDa due to the glycosylation of PrPC which causes a heterogeneous 
distribution. 
 
 
 
Figure  20.  Detection  of  the  PrP  isoform  in  immunoprecipitated  20S 
proteasomes.  Representative  Western  blot  showing  20S  proteasome‐
immunoprecipitated samples immunostained with the anti‐PrP antibody 6H4. Lanes 
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1‐8 were  loaded with  immunoprecipitated  obtained  from  the  corresponding  young 
and aged healthy animals; lanes 9‐13 were loaded with immunoprecipitated obtained 
from  the  corresponding  positive  subjects.  Lane  Std  was  loaded  with  the  standard 
mixture  of  glycosylated  PrPC.  Immunostaining  with  the  anti‐20S  proteasome  was 
performed  as  control  of  the  immunoprecipitation  procedure  and  equal  samples 
loading (panel C). Lane C was loaded with a purified 20S proteasome used as internal 
control. 
 
 
Immunohistochemical distribution of the 20S proteasome complex and PrP 
To  better  elucidate  the  proteasome‐PrP  interaction  suggested  by  the Western  blot 
analysis, we  examined  the  regional  and  subcellular  distribution  of  20S  proteasome 
and prion proteins in scrapie sheep compared to healthy, age‐matched controls. 
Topographically, no differences were observed in 20S proteasome signals localization 
between  unaffected  and  affected  brainstems  (Fig.  21,  panels  A‐A’).  Variations 
between  groups were  observed  in  the  neuronal  localization  of  the  signal.  Controls 
present a 20S proteasome signal mainly in the cytoplasm, with both perikaryons and 
neuritis immunoreactive (Fig. 21, A). In absence of BrdU labeling of nuclei there was 
an immunohistochemical negativity of the same brainstem neurons for PrPSc protein. 
In  scrapie  samples,  neurons  with  signs  of  vacuolation  or  other  degenerative 
modifications  showed  a  prominent  nuclear  20S  immunopositivity  (Fig.  21,  A’).  In 
brainstems of scrapie positive sheep, tests performed using an anti‐prion protein as 
primary antibody revealed a constant cytoplasmic colocalization of PrPSc  in neurons 
strongly positive also for 20S proteasome (Fig. 21, B’). To verify if neurons were dying 
by  apoptosis,  cells  were  labeled  with  DeadEnd®  Kit,  evidencing  DNA  breaks,  a 
hallmark  of  apoptosis.  Brainstem  neurons  showing  nuclear  expression  of  20S 
proteasome  and  an  evident  positivity  for  PrP,  exhibited  intense  5‐bromo‐2‐deoxy‐
uridine (BrdU)  labeling,  indicating that neurons underwent apoptosis. Furthermore, 
the  levels  of  BrdU  labeling  also  provided  a  direct  comparison  of  20S  proteasome 
nuclear expression versus cytoplasmic expression, confirming that damaged neurons 
showed strong nuclear positivity. 
To  corroborate  such data, we  conducted  triple  staining  analyses,  evidencing on  the 
same  section  apoptotic  processes  and  the  localization  of  the  20S  proteasome  and 
prion  proteins  (Fig.  21,  panels  D‐D’).  Confirming  the  data  discussed  above,  control 
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sheep  show  the  cytoplasmic  co‐expression  in  the  same neurons of  20S proteasome 
and  PrP,  in  perikarions  and  neuritis.  The  absence  of  BrdU  labeling  of  nuclei 
demonstrates  the  lack  of  apoptotic  activity.  In  vacuolated  neurons  showing  PrP 
cytoplasmic  localization,  a  prevalent  nuclear  immunopositivity  for  the  20S 
proteasome can be observed. Furthermore, suffering neurons present the nuclear co‐
expression of 20S proteasome with an intense BrdU labeling indicating that neurons 
underwent apoptosis and that the complex is involved in such pathway. 
 
 
Figure  21.  Representative  immunohistochemical  analyses.  Panels  A­C,  A’­C’: 
sections from the control sheep n. 4 and the scrapie sheep n. 11 stained with the anti‐
20S and the anti‐prion protein antibodies and TUNEL assay. Scale Bar = 50 µm. Panel 
D­D’:  triple  staining  images: PrP protein  brownish  stain, 20S proteasome purple‐blu 
stain and BrdU labeling black stain. Scale Bar = 25 µm. 
 
 
Immunoblot detection of carbonyl groups  
Numerous  papers  have  reported  that  an  increase  in  oxidative  conditions  and  a 
decrease of anti‐oxidant defences are responsible for damages in the brain of infected 
animals  and  may  therefore  contribute  to  the  development  of  prion  diseases  (202, 
203). In the present study oxidized proteins levels were analyzed by the immunoblot 
detection of carbonyl groups in lysates of brainstem tissues. Infected animals (mean 
O.D.  12.95  ±  0.32)  showed  a  significant  increase  (p<0.001)  in  carbonyl  groups 
compared  to  controls  (mean  O.D.  8.42  ±  0.33),  whereas  no  remarkable  differences 
were measurable between positive samples from slaughtered and fallen stock sheep 
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(Fig. 22). In line with data from the proteolytic assays, aged animals (O.D. 12.8 ± 0.36) 
showed a trend similar to that of scrapie‐positive animals, confirming that scrapie is 
correlated  with  an  increase  in  the  levels  of  cellular  oxidative  stress  (Fig.  22). 
Additionally,  the  same  experiment  was  performed  with  20S‐immunoprecipitated 
samples in order to detect a different oxidation level of 20S proteasomes from scrapie 
tissues: no differences were highlighted between positive tissues and controls (data 
not shown).  
 
 
 
Figure 22. Carbonyl groups  levels  in brainstem homogenates. Protein  carbonyl 
groups in brainstem homogenates from control sheep (lanes 1‐5), aged sheep (lanes 
6‐8)  and  scrapie‐positive  animals  (lanes 9‐13). The densitometric  analysis  from  six 
separate blots provided for quantitative analysis of the amount of protein carbonyls 
is  presented  (panel  A)  and  a  representative  Western  blot  of  protein  carbonyls  is 
shown (panel B). Equal protein loading was verified by using an anti‐GAPDH antibody 
(panel C).  
 
Effects of purified PrPC on isolated 20S proteasome activities 
The effects of the isolated PrPC isoform on constitutive and interferon‐γ inducible 20S 
proteasome functionality were evaluated through enzymatic assays. Considering that 
the solubility of the pathological prion protein isoform is strictly dependent on high 
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detergent  concentrations,  yielding  to  non‐optimal  experimental  conditions  for 
proteasomal  functionality,  the  effects  of  PrPSc  have  not  been  tested  in  the  present 
study. Furthermore,  instead of using unglycosylated recombinant PrPC,  in our assay 
we  added a  tissue purified PrPC  in  order  to  assess  the  effect  of  a natural  occurring 
protein on proteasomal systems (204). 
The  ChT‐L,  PGPH,  T‐L  and  BrAAP  proteasome  components  were  tested  in  the 
presence  of  increasing  concentrations  of  PrPC  (0.0  –  300.0  nM),  using  specific 
substrates.  
As shown in Fig. 23, PrPC induced a global, concentration‐dependent and proteasome 
composition‐dependent inhibition of the tested components in both the proteasomes. 
However,  in the  immunoproteasome, the BrAAP component  is particularly sensitive 
to the exposure to PrPC, with a 50% inhibition detectable at a concentration of prion 
protein of 30 nM.  In both proteasomes,  the most  influenced  catalytic  activity  is  the 
ChT‐L  which,  at  low  prion  protein  concentration  such  as  75  nM,  showed  a  60% 
inhibition  compared  to  proteasome  activity  alone.  The  exposure  to  higher  PrPC 
concentrations (300 nM) dramatically decreased the ChT‐L component functionality, 
since just a 10‐20% of the total ChT‐L activity in the immunoproteasome and in the 
constitutive proteasome, respectively, remained detectable. 
 
 
Figure  23.  Effects  of  isolated  PrPC  on  20S  proteasomes.  Effect  of  increasing 
concentrations (from 0.0 to 300.0 nM) of PrPC on the ChT‐L (panel A), BrAAP (panel 
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B), PGPH (panel C) and T‐L (panel D) components of constitutive (■) and interferon‐γ 
inducible  (□)  20S  proteasomes.  Values  are  reported  as  percentage  compared  to 
proteasome  activity  alone.  The  data  shown  are mean  values  ±  SD  from  six  distinct 
determinations. 
 
 
 
3.2.3 Discussion 
Possible  correlations  between  20S  proteasome  and  prion  proteins were  previously 
proposed, suggesting that inhibition of the proteasomal system may be a cause for the 
cytosolic accumulation of PrP and that PrPSc specifically inhibits proteasome subunit 
activity (104, 107, 111). Nevertheless,  these  findings do not explain  the relationship 
between proteasome and prion proteins in vivo and in models of PrP toxicity, such as 
scrapie  disease.  From  this  perspective, we  tried  to  elucidate  the  interplay  between 
20S proteasomes and prion proteins in healthy and scrapie‐ infected animals. 
Brainstem homogenates from both young and aged healthy sheep and from infected 
animals  were  tested  for  proteasome  activities.  Scrapie‐positive  subjects  compared 
with young controls presented not only no decrease in proteasome activity but rather 
an  increase, with  an  evident  activation  of  two of  the  tested  components,  the ChT‐L 
and T‐L. Interestingly, values obtained from analyzing aged controls were comparable 
to  those  measured  in  the  scrapie‐affected  subjects,  indicating  that  oxidative 
conditions,  which  characterize  the  aging  process,  are  able  to  modify  proteasome 
activity  and  are  widely  implicated  in  the  progression  of  the  disease.  The 
immunohistochemical analysis performed on control and scrapie tissues revealed an 
accumulation of ubiquitinated proteins in positive sections, most likely indicating that 
the increased proteasome functionality is not able to compensate the ROS‐mediated 
cellular  damage.  No  variations  in  20S  proteasome  content  or  in  its  subunit 
composition  were  detected,  suggesting  that,  although  the  infection  affects 
proteasome  activity,  it  does  not  influence  proteasome  content  and  subunits 
expression. These observations are in accordance with immunohistochemical results 
that  reveal  no  changes  in  the  20S  proteasome  complex  expression  in  affected  and 
healthy  tissues,  with  the  exception  of  a  different  signal  localization.  The 
immunohistochemical analysis shows for neuronal nuclei of scrapie samples a strong 
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20S  proteasome  immunostaining  compared  with  healthy  subjects,  in  particular  in 
brainstem areas where the PrP cytoplasmic signal  is evident and absent in controls. 
This  signal  distribution positively  correlates  also with TUNEL  reactivity.  Therefore, 
neurons positive to both 20S proteasome and PrP proteins can be considered a subset 
of  susceptible  neurons  in  scrapie.  Through  the  TUNEL  reaction,  a  marker  of  DNA 
damage,  we  identified  neurons  in  which  pathways  of  cell  death  are  triggered.  In 
addition,  as  previously  reported  by  Adori  et  al.,  the  nuclear  redistribution  and 
accumulation  of  20S  proteasome  in  scrapie  neurons  suggest  that  the  proteasome 
takes part in DNA repair and/or cell death mechanisms (198). High levels of protein 
oxidation,  considered  responsible  for  alterations  in  cellular  homeostasis  and 
neuronal  cell  death,  often  occur  in  neurodegenerative  pathologies  (182,  187,  205, 
206). Earlier studies have described an increased neuronal susceptibility to oxidative 
stress  and  an  altered  free  radical metabolism  in  prion‐associated  pathologies  (207, 
208).  Investigating  the  levels  of  protein  carbonyl  groups,  we  observed  a  higher 
incidence  of  protein  oxidation  in  both  aged  and  infected  subjects  compared  with 
young individuals, confirming that protein oxidation is a common hallmark for these 
two conditions, aging and scrapie. Insofar as previous publications have reported that 
oxidized proteins are preferentially degraded by the 20S proteasome (209, 210) and 
that  mild  oxidative  condition  may  regulate  and  enhance  proteasome‐mediated 
degradation (211­214), the activation of the proteasome complex reported here may 
be considered as a means of counteracting the effects of oxidative stress. The PrP and 
20S  proteasome  coprecipitation  and  the  immunohistochemical  coexpression  in  the 
same  neurons  demonstrate  that  PrP  interacts  with  the  proteasome  in  healthy  and 
diseased brains and describe a possible functional proteasome–PrP interaction. Even 
though such data do not provide sufficient information to clarify the real nature of the 
interaction  (between  prion  proteins  and  the  complex)  or  its  specificity,  given  the 
experimental  conditions  utilized  in  the  immunoprecipitation  procedure,  it  is 
reasonable  to  think  that  most  of  the  nonspecific  interactions  are  eliminated 
throughout the assay. 
Data  obtained  by  testing  the  in  vitro  effects  of  PrPC  on  purified  constitutive  and 
immuno‐20S  proteasomes  showed  a  concentration‐dependent  and  proteasome 
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composition‐dependent decrease  (particularly  evident  for  the ChT‐L  component)  in 
proteasome  activity.  Quantitative  and  qualitative  distribution  of  PrPC  in  several 
tissues  from  sheep  was  described  by  Moudjou  et  al.,  and  PrPC  concentrations 
employed in our assays were comparable to those detected in brain regions, ranging 
from 15 to 300 nM (215). Interestingly, Ma et al. reported that proteasome inhibition 
is able to induce PrPC neurotoxicity through the accumulation of prion protein in the 
cytosol  (107).  The  observed  inhibition  may  therefore  occur  under  physiological 
conditions  in  the  brain.  The different  behavior  ‘‘in vitro’’  and  in  brainstem  samples 
described  for  the  proteasome  functionality,  that  is,  respectively,  inhibition  upon 
treatment with  isolated PrPC and activation in the homogenates, could be explained 
by taking into account that in vivo several pathways contribute to the final evidence. 
For  example,  the proteasome activation may  reflect  the presence of  lower  levels  of 
PrPC  in  affected  tissues,  because  of  its  conversion  in  the  abnormal  isoform and  the 
incidence  of  oxidative  stress  able  to  promote  proteasome  functionality.  It  is  likely, 
taking into account the above‐mentioned coprecipitation of the two proteins in both 
healthy and pathological  samples,  that prion proteins  interact with  the proteasome 
interfering with substrates trafficking and degradation. Unlike the other activities, the 
BrAAP component of  the  constitutive proteasome was activated by  the presence of 
the  prion  protein.  Previous  data  indicate  that  the  BrAAP  component  in  the 
constitutive  proteasome  can  be  assigned  to  the  β5  subunit  and  that  also  the  β1 
subunit presents a limited activity related to this component (15). It has been earlier 
reported  on  the  latent  form  of  the  BrAAP  activity,  whose  full  expression  requires 
activation  (179).  It  seems  reasonable  to  hypothesize  that  the  observed  BrAAP 
activation  in  the  constitutive  proteasome  could  be  due  to  a  rearrangement  of  the 
proteasome  structure  induced  by  the  prion  protein  that  ultimately  facilitates 
substrate entry into the proteasome active sites (179, 216, 217). This can be ascribed 
to a previously reported selective effect of proteasome stability and conformation on 
its subunits that induces different behaviors of its catalytic sites (218). 
In  summary,  our  data  are  consistent  with  scrapie  promoting  an  increase  in 
proteasome activity in the brain, presumably as a means of counteracting the effects 
of secondary pathologies of scrapie such as oxidative stress. This is based on previous 
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studies demonstrating that low‐level oxidative stress stimulates proteasome activity 
in  neural  cells  (214).  These  data  raise  the  possibility  that  PrP  interacts  with  the 
proteasome  in  both  normal  and  diseased  brain  and  potentially  plays  a  role  in 
substrate trafficking and/or regulation of proteasome activity, with the proteasome–
PrP  interactions  able  to  induce  proteasome  activity  in  a  proteasome  composition‐
dependent  manner.  A  thoroughly  understanding  of  this  newly  reported  event  will 
significantly  increase  our  knowledge  of  the  relationship  between  PrP  and  the 
proteasome in both normal and diseased conditions. 
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4 PROTEASOMES MODULATION AND CANCER 
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4.1 Homology modelling  and  docking  analysis  of  the  interaction 
between polyphenols and mammalian 20S proteasomes. 
 
4.1.1 Methods 
Homology modelling analysis of the inducible catalytic β subunits 
Homology  modelling  is  a  computational  procedure  that  allows  to  build  a  protein 
model  (for  unknown  crystallographic  structure)  using  several  structural  templates 
(proteins  of  known  structure)  (219).  In  particular,  we  used  Swiss‐Model  (220)  to 
derive the three‐dimensional structure of immunoproteasome subunits (β1i, β2i and 
β5i)  from  their  amino  acid  sequences  (query  sequence).  The  project  file  was  built 
using Swiss‐PdbViewer (version 3.7) and default parameter settings (BLAST search P 
value  <  0.00001;  global  degree  of  sequence  identity  SIM  >  25%).  The  knowledge‐
based  homology  model  was  constructed  on  the  web  server  using  the  ProModII 
program (221) and the model thus built was energy minimized using the Gromos96 
force field (222). The models coordinates were returned in PDB format (219). 
1iruH with sequence  identity of 62% (223), 1g0uN (224), 1g652 (225), 2f162 (226) 
and 2fak2 (227) were selected as structure templates for the β1i sequence; 1iruI with 
sequence  identity  of  58%  (223),  1g0uV  (224),  1jd2H  (228)  and  1z7qW  (229) were 
selected  for  the  β2i  sequence;  1iruL  with  sequence  identity  of  70%  (223),  1g0uY 
(224),  2f16Y  (226)  and  2fakK  (227)  were  selected  for  the  β5i  sequence.  All  query 
sequences  (regarding  bovine  and  yeast  proteasomes)  were  obtained  from  UniProt 
Knowledgebase (http://beta.uniprot.org/).  
 
Molecular  docking  of  the  complex  between  proteasome  subunits  and 
polyphenols 
Molecular docking was performed on a Linux Red Hat Pentium4‐based platform using 
the Docking  and  the Discover module  of  InsightII  software  (release  2005,  Accelrys 
Ltd., Cambridge, U.K.). Mammalian (bovine liver) proteasome constitutive β chains X‐
ray crystal structure (1iru (223)) were obtained from the Protein Data Bank (230). 30 
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rotamers  of  each  polyphenol  molecule  (Fig.  24)  were  generated  and  optimized  by 
Discover module, and were positioned in proximity of the active site.  
 
 
Figure 24. Molecular structures of the polyphenols used in the present study. 
 
The starting position of the ligand at a distance of 10Å from the binding site (within a 
15Å  radius  sphere  around  Thr1)  was  randomly  (Box‐Muller)  chosen  each  time. 
Hydrogen atoms were added  to proteasome subunits and resulting structures were 
minimized (using the consistent valence force field and conjugate gradients algorithm 
to a RMS derivative of 0.001 kcal/mol) and checked using ProCheck v3.4 (231). The 
docking procedure was carried out constraining the enzyme being blocked and rigid, 
and the ligand being flexible, up to the minimum intermolecular energy condition and 
a RMS derivative of 0.001 kcal/mol. The most stable composite β subunit‐polyphenol 
model  (the  highest  LUDI  score),  was  geometry  minimized  within  the  binding  site 
(allowing the protein, within a 15 Å radius sphere around Thr1, and the ligand to be 
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flexible)  by  the mean  of  the  Discover module,  fixing  the  rest  of  the  protein.  Other 
parameters were set as default (Charges: on; Cross: off; Morse: off; Dielectric: 1.00). 
All  the  results are obtained  in  terms of  intermolecular energy  (ETotal = EElect + EVdW) 
and  predicted  inhibition  constants  Ki  derived  from  LUDI  Score,  using  a  standard 
equation  (LUDI  Score  =  ‐100 ×  log10 Ki)  and Energy Estimate  3  as  scoring  function 
(232). Clioquinol was used as a negative control, since it did not exhibit any relevant 
effect on proteasomal activity (233). The output from InsightII, all modelling studies 
and images were rendered with PyMOL (2006, DeLano Scientific LLC, San Carlos, CA). 
PyMOL  was  also  used  to  calculate  the  distances  of  hydrogen  bonds  as  measured 
between the hydrogen and its assumed binding partner. 
 
Evaluation  of  the  differences  in  α­carbon  position  between  constitutive  and 
immunoproteasomes 
The  differences  in  terms  of  distances  between  the  corresponding  α‐carbons  of  the 
20S proteasome crystallographic structure (1iru (223)) and the homology modelled 
immunoproteasome  were  calculated  with  a  program  developed  under  Python  2.5. 
This program routinely read the x, y, z coordinates each α‐carbon and calculate  the 
resulting  RMS  distances  according  to  a  classic  geometric  relationship  (234).  The 
resulting  values  were  normalized  to  a  suitable  range  and  finally  visualized  on  the 
output PDB file using a temperature‐colour scale by PyMOL software. 
 
Effect of polyphenols on the 20S proteasome functionality 
The effects of quercetin and resveratrol on the β1 subunit activity and the effects of 
luteolin and ellagic acid on the β2i subunit activity were investigated through in vitro 
assays using fluorogenic peptides substrates (Z‐Leu‐Leu‐Glu‐AMC and Z‐Leu‐Ser‐Thr‐
Arg‐AMC,  respectively)  (14,  170).  Polyphenols  and  proteasome  substrates  were 
purchased  from  Sigma‐Aldrich  S.r.L.,  Italy.  Isolation  and  purification  of  the  20S 
proteasome  from  bovine  brain  was  performed  as  previously  reported  (172).  A 
mixture  containing  the  polyphenol  at  different  concentrations,  5  μg  of  the  isolated 
constitutive 20S proteasome,  the appropriate substrate and 50 mM Tris‐HCl pH 8.0 
up to a final volume of 500 μl was incubated at 37°C for 60 min. Measurements of the 
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hydrolyzed 7‐amino‐4‐methyl‐coumarin (AMC) were performed (AMC: λexc=365 nm, 
λem=449  nm)  on  a  spectrofluorimeter  Shimadzu  RF5301.  The  Ki  values  were 
calculated from the residual activities, as previously described (235, 236). 
 
4.1.2 Results and discussion 
Several studies on flavonoids binding modes to proteasome β5 subunit are currently 
available  (237, 238),  globally  revealing  the  presence  of  a  flavonoid  replacing  group 
susceptible  to  nucleophilic  attack,  a  binding  pose  that  places  that  group  near  the 
hydroxyl group of the protease N‐terminal threonine, and a binding pose that locates 
the A‐C ring system within or near  the S1 pocket.   On such basis,  this  investigation 
was  intended  to  expand  our  knowledge  of  the  possible  interaction  between  other 
polyphenols  and  all  catalytic  proteasome  subunits,  for  the  first  time  extending  the 
study to the immuno‐ counterparts. 
A  homology  model  of  immunoproteasome  β‐subunits  was  assembled  with  Swiss‐
Model using different β‐subunit like structural templates (see Methods). The quality 
and  reliability  of  the  model  was  assessed  through  a  theoretical  evaluation  of  the 
model.  Stereochemical and energetic properties and  the packing environment of  its 
residues  were  comparable  to  those  of  the  template  subunits,  as  confirmed  by 
Ramachandran plot analysis (239) (data not shown). Moreover, the results obtained 
with  ProCheck  v3.4  (231)  (data  not  shown)  showed  that  backbone  and  side‐chain 
conformations, bond lengths, angles and residue contacts of the immunoproteasome 
β‐subunits models are well within the criteria that have been established for reliable 
structures, and are of almost as good quality as those of the reference subunits. 
The comparison (of α‐carbon positions, without side‐chains contributions) between 
immuno‐  and  constitutive  β  subunits  revealed  that  the  α‐carbon  positions  were 
highly  conserved,  particularly  in  β2  subunits  (between  immuno‐  and  constitutive 
counterparts), both  in  terms of  structure and  function of  the active  site neighbours 
(Fig.  25).  In  fact,  the  high  structural  similarity  of  β2  and  β2i  subunits  produces  a 
comparable  behaviour  toward  the  studied  polyphenols.  Concerning  specificity,  the 
polyphenols  studied can be put on  the  same affinity  scale  for both  the β2  subunits. 
Conversely, although the β1 subunits present several major differences in α‐carbons 
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positions, the β5 subunits showed some crucial differences in the neighbourhood of 
Thr1 around the S1 pocket (Fig. 25), likely to cause the subtle discrepancies in terms 
of  inhibitory efficacy.  In particular,  luteolin and quercetin are differently recognized 
by β5 and β5i subunits (see Fig. 26). 
 
 
 
Figure  25.  Visualization  of  different  position  of  corresponding  α­carbons  in 
immuno­  and  constitutive  β  subunits.  The  distances  are  expressed  on  a 
colorimetric  scale  ranging  from  blue  (minimal  difference)  to  red  (maximal 
difference). 
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Figure  26.  Linear  dependence  of  previously  reported  experimental  dissociation 
equilibrium constants (133) from predicted dissociation equilibrium constants of the 
complexes between polyphenols and catalytic proteasome subunits.  
 
Then, polyphenols were independently docked onto each single catalytic β subunit of 
both constitutive and  immuno proteasome, and  the results obtained after geometry 
minimization were expressed in terms of LUDI Score, predicted inhibition constants, 
intermolecular  energies  and  their  components  (van  der  Waals  and  electrostatic 
energies) (Table 4). 
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Table 4.  Predicted  inhibition  constants,  LUDI  Scores,  total  intermolecular  energies 
(kcal/mol)  (with  van  der  Waals  and  electrostatic  components)  and  theoretical 
number of H‐bond formed into the complexes between polyphenols and proteasome 
catalytic subunits. 
 
 
 
  β1     β1i      
Ki (M) LUDI ETotal EVdW  EElect H-
bond 
Ki (M) LUDI ETotal EVdW  EElect H-
bond 
EGCG 
EA 
GA 
Q 
L 
R 
1,32·10-3 
5,49·10-4 
4,47·10-4 
9,12·10-5 
9,7710-3 
1,78·10-4 
288 
326 
335 
404 
201 
375 
-52,0715 
-52,4162 
-35,5707 
-51,1657 
-49,6609 
-45,6542 
-41,9439 
-37,4114 
-18,5058 
-34,3995 
-35,9398 
-35,5134 
-10,1276 
-15,0048 
-17,0649 
-16,7663 
-13,7211 
-10,1408 
4 
7 
4 
7 
5 
1 
1,20·10-4 
5,89·10-4 
4,45·10-4 
1,78·10-3 
9,12·10-4 
5,62·10-3 
392 
323 
335 
275 
304 
225 
-63,1542 
-54,6642 
-40,3121 
-54,676 
-52,5912 
-58,6435 
-46,0423 
-42,1933 
-23,1025 
-47,1105 
-43,7301 
-39,8454 
-17,112 
-12,4709 
-17,2096 
-7,56552 
-8,86107 
-18,7982 
4 
2 
3 
1 
3 
4 
  β2      β2i      
  Ki (M) LUDI ETotal EVdW  EElect H-
bond 
Ki (M) LUDI ETotal EVdW  EElect H-
bond 
EGCG 
EA 
GA 
Q 
L 
R 
1,82·10-4 
8,13·10-4 
3,02·10-4 
2,51·10-4 
1,69·10-3 
1,79·10-3 
374 
309 
352 
360 
277 
275 
-56,3675 
-45,8265 
-34,7064 
-44,1811 
-44,7561 
-49,6499 
-36,9596 
-34,5107 
-20,9078 
-31,9084 
-34,1891 
-33,6648 
-19,4079 
-11,3158 
-13,7986 
-12,2727 
-10,567 
-15,9851 
2 
6 
5 
4 
3 
2 
2,24·10-5 
9,12·10-3 
3,02·10-4 
1,09·10-4 
7,41·10-4 
5,75·10-4 
465 
204 
352 
396 
313 
324 
-75,1991 
-44,917 
-32,6288 
-49,4916 
-45,8149 
-50,7575 
-49,2483 
-28,0828 
-19,6866 
-34,9929 
-34,5092 
-39,0659 
-25,9508 
-16,8342 
-12,9422 
-14,4386 
-11,3057 
-11,6916 
8 
2 
3 
4 
2 
4 
 β5      β5i      
 Ki (M) LUDI ETotal EVdW  EElect H-
bond 
Ki (M) LUDI ETotal EVdW  EElect H-
bond 
EGCG 
EA 
GA 
Q 
L 
R 
8,13·10-5 
6,76·10-4 
3,92·10-4 
8,78·10-4 
7,09·10-4 
6,02·10-4 
409 
317 
341 
306 
315 
322 
-66,005 
-49,938 
-39,414 
-54,9124 
-51,5519 
-49,3278 
-48,1308 
-29,8695 
-25,5142 
-35,522 
-36,5174 
-38,9001 
-17,8742 
-20,0685 
-13,8998 
-19,3903 
-15,0346 
-10,4278 
4 
5 
6 
3 
3 
3 
2,95·10-7 
7,59·10-5 
2,61·10-5 
9,12·10-5 
2,39·10-4 
3,31·10-5 
653 
412 
458 
404 
362 
448 
-83,932 
-55,9281 
-38,9337 
-53,2853 
-46,3926 
-48,2756 
-58,1501 
-42,1834 
-27,6681 
-38,5064 
-38,5879 
-33,3451 
-25,7819 
-13,7448 
-11,2656 
-14,7789 
-7,80474 
-14,9305 
5 
4 
5 
3 
3 
2 
 
 
Collectively, our results are consistent with the presence of a specific binding site for 
monomeric polyphenols compounds on β subunits: in fact, all polyphenols bind to the 
same  catalytic  sites  (Figs.  27‐29),  supporting  their  role  as  competitive  inhibitors  of 
single proteasomal activities. 
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Figure  27.  Three­dimensional  representation  of  molecular  docking  of  all 
polyphenols onto β1 and β1i subunits. The  threonine catalytic  residue  (in bright 
yellow)  and  all  amino  acids  involved  in  the  formation  of  H‐bonds  with  the 
polyphenols are highlighted. Moreover, oxygen, sulfur, nitrogen and hydrogen atoms 
are  coloured  in  red,  orange,  blue  and white,  respectively.  All  molecular  complexes 
were rendered by PyMOL software. 
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Figure  28.  Three­dimensional  representation  of  molecular  docking  of  all 
polyphenols onto β2 and β2i subunits (see Fig. 25 legend for details). 
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Figure  29.  Three­dimensional  representation  of  molecular  docking  of  all 
polyphenols onto β5 and β5i subunits (see Fig. 25 legend for details). 
 
The complexes between EGCG and β5 subunit,  from both constitutive and  inducible 
proteasome,  related  to  the  chymotrypsin‐like  and  BrAAP  activities,  reported  the 
highest  stability  in  term  of  intermolecular  energies  and  predicted  inhibition 
constants.  
The  inhibition  of  trypsin‐like  activity  by  EGCG  here  reported  was  in  contrast  to 
previously works (240) reporting EGCG inability to inhibit this proteasomal activity. 
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Nevertheless,  this  discrepancy was  only  apparent,  since  those measurements were 
carried  out  in  cell  extracts  rather  than  in  an  isolated  enzymatic  system;  more 
importantly, EGCG levels used  in that assay were too  low to allow the evaluation of 
the inhibitory effect of a ligand having a Ki=180 µM (table 4).  
The EGCG/β1 and EGCG/β1i complexes were characterized by a favourable insertion 
of  the  A‐C  ring  system  of  the  polyphenol  within  the  S1  hydrophobic  pocket  of  the 
subunit  (Fig.  27),  consistently with previous evidences on another predicted model 
(238). Conversely, the other subunits accommodated EGCG in a different manner: in 
fact,  the A‐C ring  insertion of EGCG within the catalytic site did not result  in a most 
stable complex. In these cases, the most stable composite models for EGCG binding to 
β5  and  β5i  proteasome  subunits  were  characterized  by  a  limited  insertion  of  the 
ligand within the S1 pocket (Fig. 29), instead evidencing a partial occlusion of the site 
as a result of mainly hydrophobic interactions with the S1 neighbours.  
Globally,  such  an  orientation/conformation  of  the  EGCG  in  the  proximity  to  the  N‐
terminal  Thr1  of  catalytic  subunits was  subject  to  nucleophilic  attack  at  the  galloyl 
moiety (in agreement with other authors (238)).  
The  other  flavonoids  (luteolin  and  quercetin,  in  particular)  reported  different  and 
singular behaviour, arbitrarily accommodating the A‐C ring system within or outside 
the  S1  hydrophobic  pocket,  despite  the  catalytic  site  geometry.  This  higher 
conformational freedom may be an effect of the smaller size of these polyphenols in 
comparison with EGCG, this latter being more sterically constricted within a relatively 
narrow catalytic pocket. 
Gallic  acid  always  showed  a  particular  pose  within  the  active  site,  favouring  the 
nucleophilic attack by Thr1 to carbonyl group, with the exception of GA/β1 composite 
model. 
All resveratrol/β models (with the exception of β1i subunit) were characterized by a 
partial  insertion  of  the  polyphenol  within  the  S1  pocket,  these  singular 
accommodations (R/β1i and GA/β1) yielding to lower affinity complexes. 
Ellagic  acid  showed  the highest  affinity  for  the β5i  subunit,  being  the only  complex 
characterized by a significant hydrophobic interaction with the S1 pocket. Moreover, 
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EA/β2i  complex  reveals  a  very  poor  insertion  of  the  ligand  into  the  catalytic  site 
resulting in a lower affinity (Fig. 28).  
The  van  der  Waals  component  resulted  the  most  relevant  contribution  to  the 
interaction  (see  table  1),  revealing  a  moderate  hydrophobic  feature  of  the 
proteasome  catalytic  sites,  and  no  significant  correlation  between  polyphenol 
inhibitory  efficacy  and  the  hydrophilic  direct  targeting  to  catalytic  residues  (Thr1, 
Lys33, Asp17) (241) were exploited. However, some complexes, like GA/β1 and GA/β1i 
(Tab.  4),  showed  a  considerable  electrostatic  component,  due  to  the  number  and 
optimal  length  of  H‐bonds  formed.  In  fact,  this  phenolic  ligand  possesses  a  large 
number of H‐bond donor/acceptor atoms (50 percent of total). 
Our results of the in silico analysis (Tab. 4) confirmed the overall behaviour reported 
by  the  in  vitro  inhibitory  studies  and  summarized  in  table  5.  In  particular,  we 
reported  experimental  equilibrium  constants  derived  from  the  enzymatic  activities 
(PGPH, T‐L and ChT‐L) each one univocally related to a single subunit (β1, β2 and β5, 
respectively).  
 
Table  5.  Ki  values  of  the  interaction  between  polyphenols  and  proteasomes 
calculated from the IC50 values reported by Pettinari et al. (133); * Ki values measured 
according to the procedure described in Methods section.  
 
   
Ki (mM) 
 
PGPH  T‐L  ChT‐L 
EGCG 
constitutive  1.889±0.133 0.032±0.007 0.063±0.017 
immuno  0.207±0.031 0.004±0.001 0.006±0.001 
EA 
constitutive  1.411±0.167 0.326±0.021 0.663±0.191 
immuno  0.134±0.045 3.707±0.370 * 0.146±0.013 
GA 
constitutive  2.722±0.606 0.025±0.015 0.206±0.029 
immuno  0.578±0.064 0.148±0.015 0.039±0.005 
Q  constitutive  0.088±0.006 * 0.158±0.050 0.889±0.091 
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immuno  0.241±0.061 0.154±0.043 0.134±0.016 
L 
constitutive  8.722±6.667 1.360±0.335 0.820±0.117 
immuno  0.793±0.105 0.211±0.108 * 0.245±0.014 
R 
constitutive  0.809±0.475 * 1.011±0.165 0.460±0.140 
immuno  4.531±0.704 0.527±0.084 0.104±0.032 
 
Moreover, clioquinol/β5 complex presents a predicted equilibrium constant of about 
100  mM,  in  agreement  with  the  extremely  low  inhibition  capacity  exerted  by  this 
molecule  on  the  ChT‐L  activity  (233).  Anyway,  the  predicted  value  of  the  affinity 
constant  is above the range of very weak  interactions of macromolecules with their 
ligands (242, 243).  
While  the  experimental  equilibrium  constants were measured using  the whole  20S 
complex,  the  constants  obtained  by  the  docking  analysis  were  predicted  using  the 
single  proteasome  subunits.  Interestingly,  the  experimental  equilibrium  constants 
and the predicted equilibrium constants were linear dependent (see Fig. 25).  
In  other  words,  Const
K
K
predi
i =
,
,exp   or  ConstGGG pred ==− ΔΔΔΔ exp .  expΔG could  be 
tentatively  attributed  to  the  binding  free  energy  of  the  single  subunit  plus  the 
contribution  of  the  quaternary  conformational  changes  or  quatertert GGG ΔΔΔ exp += . 
Conversely,  predGΔ   reduces  to  the  binding  free  energy  due  to  the  single  subunit 
tertpred GG ΔΔ = . So  quaterGG ΔΔΔ = .  GΔΔ  value  is common to all  the subunits of both 
constitutive and immunoproteasome, revealing no differential effect on proteasomes’ 
quaternary  structure  upon  the  binding  of  each  flavonoids,  being  instead  the 
differences  in  binding  affinity  between  different  proteasome  subunit  and  the 
polyphenols  mainly  attributable  to  the  peculiarities  of  each  subunit  (tertiary 
structure) – polyphenol bio‐recognition process.  
On  the basis of  these evidences of polyphenols‐mediated proteasome  inhibition, we 
could  develop  a  predictive  docking  study  to  rationalize  the  binding  mode  of 
polyphenols to the proteasome and examine the relationship between the differences 
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in  their  structure  and  their  experimentally  measured  properties.  In  particular,  in 
order  to  formulate  a  rational  design  of  polyphenols  as  inhibitors  of  proteasome 
activities,  our  model  assumes  that  polyphenols  exert  their  inhibitory  activity 
specifically  targeting  proteasome  active  sites.  In  detail,  the  interaction  between  S1 
pocket and A‐C ring (or another hydrophobic group) partly increases the stability of 
the polyphenols/proteasome complex, whereas the proximity of a hydrolysable bond 
and/or  an  electrophilic  group  to  the  N‐terminal  Thr1  further  stabilizes  the 
polyphenol/proteasome  complex,  as  predicted  by  previous  studies  (237,  238). 
Additionally,  polyphenols  that  are  able  to  insert  within  the  narrow  groove  of  the 
active site, possess a higher inhibitory capacity on the proteasomal activity. 
The proteasome is one of the most attractive topics in current biological, biochemical 
and  pharmacological  research,  and  the  number  of  studies  focussing  on  its 
inhibition/regulation  is  massive.  In  this  context,  small  ligands  (both  natural  and 
synthetic) gained particular attention. Our computational analysis, supported by the 
validation of experimental evidences, provided a rationalization of the binding mode 
of natural occurring polyphenols  to  the 20S mammalian proteasomes.  In particular, 
we  observed  a  fully  comparable  behaviour  for  the  single  and  assembled  subunits 
upon the binding of a small ligand. Therefore, these original data could be extremely 
helpful  in  the  screening,  design  and  development  of  site‐directed  20S  proteasome 
(pro)drugs, starting from a single proteasome subunit, as proposed by other authors 
(237, 238), rather than from the whole complex. 
Conclusively,  our  results  proved  the  importance  of  in  silico  strategies  for  the 
screening  of  ligands  that  can  bind  to  macromolecules  with  both  available  and 
unavailable  crystallographic  structure,  and  additionally  supports  the  usefulness  of 
computational  modelling  in  the  understanding  of  their  molecular  mechanisms  of 
action. 
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4.2 Wheat sprout extract modulates proteasome  functionality and 
induces apoptosis in cancer cells 
 
4.2.1 Materials and methods 
Reagents and chemicals 
Wheat  sprouts  hydroalcolic  extract  was  obtained  as  previously  reported  (244). 
Methanol, acetonitrile and phosphoric acid were HPLC‐grade and purchased from J.T 
Baker (Milan, Italy). Folin‐Ciocalteau reagent and highly purified polyphenols as (+)‐
catechin  (C),  (‐)‐epicatechin  (EC),  (‐)‐epigallocatechin‐3‐gallate  (EGCG),  (‐)‐
epigallocatechin  (EGC), ellagic acid  (AE), quercetin  (Q),  luteolin  (L) were purchased 
from  Sigma‐Aldrich  S.r.L.,  Italy.  Gallic  acid  (AG)  was  purchased  from  J.T  Baker 
(Netherlands). Substrates  for assaying  the ChT‐L, T‐L and PGPH activities  (Suc‐Leu‐
Leu‐Val‐Tyr‐AMC,  Z‐Leu‐Ser‐Thr‐Arg‐AMC,  Z‐Leu‐Leu‐Glu‐AMC)  were  purchased 
from Sigma‐Aldrich S.r.L.,  Italy. The substrate Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Phe‐Gly‐pAB to  test  the 
BrAAP  activity  and  the  inhibitor  Z‐Gly‐Pro‐Phe‐Leu‐CHO were  the  kind  gift  of  Prof. 
Orlowski (Department of Pharmacology, Mount Sinai School of Medicine, New York). 
Aminopeptidase N (EC3.4.11.2), used for the coupled assay utilized for detecting the 
BrAAP activity (166) was purified from pig kidney, as reported elsewhere (167, 168). 
Lactacystin was purchased from Sigma‐Aldrich S.r.L., Italy. Caco cells were purchased 
from Istituto Zooprofilattico Sperimentale e Lombardia ed Emilia Romagna, Italy. The 
cervical  carcinoma  (HeLa),  the  human  small  intestine  (FHs  74  Int)  and  the 
plasmacytoma (RPMI 8226) cell lines were acquired from ATCC (USA). All the media 
and  reagents  for  cell  cultures  were  purchased  from  Gibco  Invitrogen  Cell  Culture 
(Italy).  The  12‐O‐tetra‐decanoylphorbol‐13‐acetate  (TPA)  was  purchased  from 
Sigma‐Aldrich S.r.L.,  Italy. The membranes  for Western blot analyses were acquired 
from Millipore.  Immobilized proteins  on  the  film were detected with  the Enhanced 
ChemiLuminescence (ECL) system (Amersham Pharmacia, Biotech). The anti‐p27kip‐1 
human  and  mouse  (Mouse)  monoclonal  antibody  was  obtained  from  Oncogene 
Research  products  (Germany).  The  anti‐PARP  antibody  was  purchased  from 
CALBIOCHEM  (Germany).  The  Oxidized  Protein  Detection  Kit  was  purchased  from 
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Appligene‐ Oncor (Strasbourg, France). The western blot stripping buffer was bought 
from Pierce (USA). Other used chemicals and solvents were of the highest analytical 
grade available. 
 
Determination of total phenolic content 
Total Phenolic Content  (TPC) was estimated by Folin‐Ciocalteau assay (245, 246). A 
gallic acid solution has been used as standard and data are expressed as milligrams of 
gallic acid equivalents (GAE)/ml of extract. 
 
RP­HPLC qualitative and quantitative analysis of polyphenols amount 
The HPLC analysis of wheat sprout extract was performed on a Beckmann Gold HPLC 
system equipped with a C18 Phenomenex Luna column (2.5 µm porosity, 250 x 4 mm, 
with  an  UltraSep  ES  RP18  pre‐column).  A  three‐step  linear  gradient  successfully 
separates  all  six  polyphenols  under  study  (Fig.  29).  The mobile  phase  composition 
used  is  (A) 0.3% phosphoric  acid  and  (B) CH3CN with  the  following  gradient:  from 
10% to 20% of B in 45 min, from 20% to 60% of B in 20 min, then 60% to 90% of B in 
20 min (flow rate 0.7 ml/min, temperature 20 °C). The elution pattern was monitored 
with a UV‐VIS detector at 278 nm. The extract was dissolved in methanol, sonicated 
for  5  min  and  then  injected  in  a  10  ml  loop.  Each  marker  was  identified  by 
comparison  with  the  retention  time  of  the  reference  standard  and  by  internal 
standard.  Quantitative  analysis  was  performed  by  calibration  curves  using  the 
reference standards of ellagic acid, gallic acid, catechin, epicatechin, epigallocatechin 
and epigallocatechingallate, luteolin and quercetin, and the linearity was investigated 
in the range 
of 0‐5 µg at five increasing concentrations. Even levels of concentration tested were 
performed  in  triplicate.  Intra‐day  analyses  of  the  same  solution  containing  all 
phenolic  compounds  tested  were  used  to  validate  the  precision  of  the 
chromatographic  system.  The  precision  of  the  method  was  estimated  by  n=7 
replicates: the relative standard deviation (RSD) of the retention time was <0.5% and 
the RSD of the peak areas was < 1%. 
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Effect of wheat sprout extract on 20S proteasomes functionality 
To  evaluate  the  effects  of  the  extract  on  isolated  20S  constitutive  and  immuno‐
proteasome  peptidase  activities,  in  vitro  assays  were  carried  out  with  fluorogenic 
peptides. Suc‐Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐AMC was used for chymotrypsin‐like activity (ChT‐L), 
Z‐Leu‐Ser‐Thr‐Arg‐AMC  for  trypsin‐like  activity  (T‐L),  Z‐Leu‐Leu‐Glu‐AMC  for 
peptidylglutamyl‐peptide  hydrolase  activity  (PGPH),  and  Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Phe‐GlypAB 
for  branched  chain  amino  acid  preferring  activity  (BrAAP)  (14, 170, 171).  Isolation 
and purification of 20S proteasomes from bovine brain and thymus were carried out 
as previously reported (170, 172). 
The  incubation mixture  contained  the extract,  5 µg of  isolated 20S proteasome,  the 
appropriate  substrate  and  50 mM  Tris  HCl  pH  8.0  up  to  a  final  volume  of  500  µl. 
Proteasomes  were  also  treated  with  the  wheat  sprout  extract  components  (see 
below) at different concentrations: the protein and the polyphenol fractions ranging 
from  0.1  to  30  µg/ml  and  from  0.1  to  30  µg  GAE/ml,  respectively.  Incubation was 
carried out at 37 °C and, after 60 min, the measurements of the hydrolyzed 7‐amino‐
4‐methyl‐coumarin (AMC) and 4‐aminobenzoic acid (PABA) were detected (AMC: λexc 
= 365 nm, λem = 449 nm; PABA: λexc = 304 nm, λem = 664 nm) on a spectrofluorimeter 
Shimadzu RF5301.  
Control  assays  were  also  performed  in  order  to  evaluate  a  possible  effect  of  the 
extract on the proteolytic activity of AP‐N: incubation mixtures containing the extract, 
8  µg  of  AP‐N,  the  substrate  L‐Leu‐pNA  and  50  mM  Tris‐HCl  pH  8.0  up  to  a  final 
volume of  500 µl were  incubated  at  37°C. After 10 min  incubation  the  activity was 
measured (λ = 405 nm) on a spectrophotometer Varian Cary 100Bio.  
 
Determination of casein degradation by the 20S proteasomes  
β‐casein was used as proteasomal substrate in order to test the proteolytic activity of 
isolated 20S proteasomal complexes in the presence of wheat sprout extract.  
20S proteasomes were preincubated for 30 min at room temperature in 50 mM Tris‐
HCl pH 8.0 with 40 µg of GAE/ml of extract. Then 25.5 µg of treated proteasome were 
incubated with 100 µg of β‐casein and 50 mm Tris‐HCl, 20 mM MgCl2, pH 7.5 up to a 
final  volume  of  100  µl.  The  mixture  was  kept  at  37°C,  and  20  µl  aliquots  were 
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withdrawn at different times (from 0 to 120 min), acidified with 2 µl TCA 10%, and 
subjected  to HPLC  on  a Hamilton  PRP‐3  column  (4.1  X  150 mm)  by  an Akta HPLC 
system (GE Healthcare Biosciences, Sweden). 
Samples  elution  and  the  measurement  of  casein  degradation  were  carried  out  as 
previously  reported  (172, 179).  The  rate  of  casein  degradation was  determined  by 
measuring  the  peak  height  of  casein  (λ  =  210  nm).  Control  experiments  were 
performed in the absence of extract. Each experimental set was repeated three times 
and relative mean values and standard errors calculated. 
 
Caco cells treatment with wheat sprout extract 
Human colon adenocarcinoma (Caco) cell  line was cultured in DMEM supplemented 
with  15%  fetal  calf  serum,  1%  nonessential  amino  acids,  0.4%  L‐glutammine, 
penicillin and streptomycin. Cells were grown  in 100 mm tissue culture dishes and 
maintained  in  a  5%  CO2  atmosphere  at  37°C.  After  24  h  of  starvation  cells  were 
treated with the extract (0 and 0.137 mg of GAE/ml of medium) for 4, 8, 12, 24 and 48 
h. The experiment was performed in the presence and absence of 0.1 µM 12‐O‐tetra‐
decanoylphorbol‐13‐acetate (TPA). After removing the medium, cells were harvested 
in PBS, centrifuged and the pellet was resuspended in a lysis buffer (20 mM Tris, pH 
7.4,  250  mM  sucrose,  1  mM  EDTA  and  5  mM  β‐mercaptoethanol).  Lysates  were 
centrifuged  at  12000  x g  for  15 min  and  the  supernatants were  stocked  at  ‐  80°C. 
Protein concentration in cell lysates was determined by the method of Bradford using 
bovine serum albumine as a standard (173). 
 
Chromatographic  separation of protein and polyphenol  components of wheat 
sprout extract 
The  separation  of wheat  sprout  extract  fractions was performed on  an AKTA basic 
100  FPLC  using  an  Amberlite  XAD7HP  resin.  The mobile  phase  composition was  a 
mixture  of  water  and  ethanol.  The  protocol  was  optimized  as  follows:  after 
equilibrating  the  column  in  water,  wheat  sprout  components  were  loaded  and 
separated  through a  step‐gradient of ethanol  (10%, 20%, 30%, 40% and 50%) at a 
flowrate  of  0.3  ml/min.  The  elution  pattern  was  monitored  at  278  nm.  Eluates  at 
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distinct ethanol percentage were collected in ice, dried and dissolved in water, upon 
sonication. Fractions were pooled,  centrifuged  to remove  the  insoluble residue, and 
finally  resuspended  in  a  minimal  volume  of  water.  Successively,  Total  Phenolic 
Content  (TPC) was  estimated  by  Folin–Ciocalteau  assay  (247).  Protein  content  was 
evaluated  through  Bradford method  (173),  followed  by  gel  electrophoresis  on  15% 
polyacrylamide gel,  stained with Coomassie Brilliant Blue  (248). Qualitative analysis 
of  polyphenols was  performed  on  a  Beckmann Gold HPLC  system  equipped with  a 
C18 Phenomenex Luna column as previously described (249). 
 
Cells treatment with wheat sprout extract components 
HeLa  cell  line was  cultured  in DMEM plus  10% FBS,  1% nonessential  amino  acids, 
0.4%  L‐glutamine,  penicillin  and  streptomycin.  FHs  74  Int  cells  were  cultured  in 
Hybri‐Care  medium  plus  10%  FBS  and  30  ng/ml  EGF.  RPMI  8226  cell  line  was 
cultured in RPMI medium supplemented with 10% FBS, penicillin and streptomycin. 
Cells  were  grown  in  100  mm  tissue  culture  dishes  and  maintained  in  a  5%  CO2 
atmosphere at 37°C. After 24 h starvation period, performed to increase the G1 phase 
population at the time of the treatment, cells were treated for 6, 24, 48 h either with 
the polyphenol  fraction (5 µg GAE/ml dissolved  in  the culture medium), or with 15 
µg/ml of the protein component, or with both components (5 µg GAE/ml polyphenols 
+ 15 µg/ml peptides). Cells were also treated with 28 µg GAE/ml of the whole extract. 
Preliminary  studies  performed  exposing  cells  to  increasing  concentration  of wheat 
sprout  extract  showed  28  µg  GAE/ml  produced  the  best  results  in  terms  of 
proteasome  inhibition  (data  not  shown).  The  stability  of wheat  sprout  fractions  in 
different culture media was checked and no significant variations were detected. Cells 
were harvested in PBS, centrifuged and the pellet was resuspended in a  lysis buffer 
(20 mM Tris, pH 7.4, 250 mM sucrose, 1 mM EDTA and 5 mM β‐mercaptoethanol). 
Lysates were centrifuged at 12000 x g for 15 min and the supernatants were stocked 
at  –  80°C.  Protein  concentration  in  cell  lysates  was  determined  by  the  Bradford 
method (173). 
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Cell viability 
Cell  viability  was  determined  by  3‐(4,5‐dimethylthiazol‐2‐yl)‐2,5‐
diphenyltetrazolium bromide  (MTT)  (174, 175). After  experimental  treatment, MTT 
was added to culture medium at a final concentration of 0.5 mg/ml and incubated for 
2 h at 37°C. The medium was replaced with 100 ml of DMSO and the optical density 
was  measured  at  550  nm  in  a  microtiter  plate  reader.  At  least  six  cultures  were 
utilized for each time point. 
 
Proteasomal activities on cell lysates 
Activity  assays  with  cell  lysates  (5  µg  of  total  proteins  in  the  mixture)  were 
performed using  the  substrates  listed above;  control  experiments were done  in  the 
presence of  specific  inhibitors: Z‐Gly‐Pro‐Phe‐Leu‐CHO and  lactacystin  (5 µM  in  the 
reaction mixture). Tests for the BrAAP activity were performed in the presence of AP‐
N  (EC  3.4.11.2)  (250).  Incubation  was  carried  out  at  37°C  for  60  min,  then  the 
measurements  of  the  hydrolyzed  7‐amino‐4‐methyl‐coumarin  (AMC)  and  4‐
aminobenzoic acid (PABA) were detected (AMC: λexc = 365 nm, λem = 449 nm; PABA: 
λexc = 304 nm, λem = 664 nm) on a spectrofluorimeter Shimadzu RF5301. 26S ChT‐L 
activity was performed  including  in  the  reaction mixture 10 mM MgCl2,  1 mM DTT 
and 2 mM ATP. Incubation was carried out at 37°C and, after 60 min, the hydrolyzed 
7‐amino‐4‐ methyl‐coumarin (AMC) was detected. 
 
Western blotting analyses 
Ubiquitinated proteins, intracellular levels of p27 and poly (ADP)‐ribose polymerase 
(PARP)  proteins  after  extract  treatment  were  analyzed  through  western  blotting 
assays.  Cell  lysates  (30  µg)  were  loaded  on  12%  sodium  dodecyl  sulfate‐
polyacrilamide  gel  electrophoresis  (SDS‐PAGE)  and  electroblotted  onto  PVDF 
membranes. After  incubation with anti‐ubiquitin, anti‐p27 and anti  full  length PARP 
antibodies,  the  immunoblot  detections  were  carried  out  with  Enhanced 
ChemiLuminescence  western  blotting  analysis  system.  Every  gel  was  loaded  with 
molecular weight markers  including  proteins with MW  from 6.5  to  205  kDa  (Wide 
Molecular Weight Range Marker, Sigma‐Aldrich S.r.l., Milano,  Italy). As a  control  for 
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equal  protein  loading  glyceraldehyde‐3‐phosphate  dehydrogenase  (GAPDH)  was 
utilized:  membranes  were  stripped  and  reprobed  for  GAPDH  using  a  monoclonal 
antibody diluted 1:500. A densitometric algorithm has been developed to quantitate 
the Western Blot results (176). 
 
Determination of protein carbonyl content 
Immunoblot detection of carbonyl groups was performed with the OxyBlot oxidized 
protein  detection  kit  (Appligene‐Oncor,  Strasbourg,  France),  according  to  the 
manufacturer.  Briefly,  15  µg  of  cell  lysates  were  incubated  for  15  min  at  room 
temperature  with  2,4  dinitrophenylhydrazine  to  form  the  dinitrophenylhydrazone 
carbonyl derivate and separated 
on  a  12%  SDS/PAGE.  The  modified  proteins  were  separated  by  SDS‐PAGE  (12%), 
transferred  to a polyvinylidene  fluoride membrane (Millipore Corporation, Bedford, 
MA, USA) and revealed by anti‐dinitrophenylhydrazone antibodies as specified in the 
OxyBlot data sheet.  
 
Caspase 3 
Caspase 3 activity assays in cell lysates (20 µg of total proteins in the mixture) were 
performed using  the Ac‐Asp‐Glu‐Val‐Asp‐AMC substrate  in 50 mM Tris–HCl, 50 mM 
NaCl,  5  mM  CaCl2,  1  mM  EDTA,  0.1%  CHAPS,  5  mM  β‐mercaptoethanol,  pH  7.5. 
Incubation  was  carried  out  at  37°C  for  60  min,  then  the  fluorophore  hydrolysis 
product was  detected  (AMC:  λexc  =  365  nm,  λem  =  449  nm)  on  a  Shimadzu RF5301 
spectrofluorimeter. 
 
DNA fragmentation assay 
The assay was conducted as described by Buonanno et al. (251). Briefly, 1 x 106 cells 
were grown in microtiter plates and, upon treatments, were collected and suspended 
in  lysis  buffer  (50  mM  Tris–HCl,  pH  8,  10  mM  EDTA,  0.5%  SDS,  and  0.5  mg/ml 
proteinase K). After 1 h incubation at 50°C, 10 µg/ml RNase was added to the lysates 
and incubated for 1 h at 50°C and for 10 min at 70 °C. DNA was precipitated adding 
sodium acetate (pH 5.2) and ice‐cold 100% ethanol, incubated on ice for 10 min and 
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centrifuged at 10000 x g for 10 min. Pellets were suspended in sterile water. Samples 
were resolved on a 1.8 % agarose gel stained with ethidium bromide. 
 
Hoechst nuclear staining 
Upon  the  abovementioned  treatments,  cells  (1  x  106  cells/ml)  were  fixed  in 
methanol/acetic acid (3:1),  incubated with 0.05 µg/ml Hoechst 33258 nuclear stain 
for 15 min, and observed under an inverted fluorescence microscope. 
 
Statistical analysis 
Values  are  expressed  as  mean  values  and  standard  error  of  results  obtained  from 
separate  experiments.  Student’s  t‐test  was  used  to  compare  differences  of  means 
between  control  and  treated  groups  in  the  densitometric  analyses  of  western 
blottings. 
Analysis  of  variance  (ANOVA),  followed  by  the  Holm‐Sidak  test  for  multiple 
comparisons,  was  used  to  assess  differences  among multiple  sets  of  data  obtained 
with cells untreated and treated with the extract in the presence and absence of TPA. 
Statistical  tests were performed with Sigma‐Stat 3.1  software  (SPSS, Chicago,  IL). A 
value of p < 0.05 was considered significant. 
 
 
4.2.2 Results 
Analysis of polyphenol content 
Quantitative  measurement  of  the  TPC  was  performed  with  the  Folin‐Ciocalteau 
reagent (247, 252). The TPC wheat sprout extract was 4.7 mg of gallic acid equivalent 
(GAE)/ml  of  extract  (1.0  ml  of  extract  corresponds  to  1.0  g  of  dehydrated  wheat 
sprouts). Moreover, molecular polyphenol identification was determined by RP‐HPLC 
analysis comparing the retention time of reference standards. The reference standard 
mixture (panel A) and the extract (panel B) elution profiles are shown in Fig. 30.  
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Figure  30:  HPLC  analysis.  Panel  A:  elution  profile  (λ  =  278  nm)  of  a  standard 
mixture  of  polyphenols:  catechin  (C),  epicatechin  (EC),  epigallocatechin‐3‐gallate 
(EGCG),  epigallocatechin  (EGC),  gallic  acid  (AG),  ellagic  acid  (AE),  luteolin  (L)  and 
quercetin (Q). Panel B: elution profile (λ = 278 nm) of the wheat sprout hydroalcolic 
extract.   
 
Comparing  the  retention  time  of  the  peaks  obtained  from  the  wheat  sprout 
hydroalcolic  extract  with  the  peaks  obtained  from  the  standard  mixture,  it  was 
possible  to  identify  five  components:  gallic  acid,  epigallocatechin,  catechin, 
epicatechin  and  epigallocatechin  gallate.  The  differences  observed  between  the 
elution times related to the extract and the standard mixture (Fig. 30) could be due to 
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the matrix effect. This effect depends upon variations of  ionization efficiency  in  the 
presence of  coeluting  substances and causes analytes  to elute at different  retention 
times,  considering  the  same  polyphenolic  compound  dissolved  either  in  a  specific 
buffer  or  in  a  whole  vegetable  extract.  The  amounts  of  each  identified  polyphenol 
were  determined  by  RP‐HPLC  analysis  using  as  standards  the  peak  area  values 
obtained  by  serial  dilutions  of  the  polyphenols  standard mixture.  Data  reported  in 
Table 6 show the polyphenol concentrations present in the wheat sprout hydroalcolic 
extract. The extract has a high  catechins  content,  in particular  catechin, epicatechin 
and epigallocatechin gallate. 
 
Table 6. Polyphenol  concentrations present  in  the wheat  sprout hydroalcolic 
extract.  Quantitative  analysis  was  performed  by  calibration  curves  using  the 
reference standards of ellagic acid, gallic acid, catechin, epicatechin, epigallocatechin 
and epigallocatechingallate, luteolin and quercetin, as described in the Materials and 
methods section. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Effect of wheat sprout extract on isolated 20S proteasomes functionality 
Earlier  studies  have  suggested  that  ester  bond‐containing  tea  polyphenols  potently 
and selectively inhibit the chymotrypsin‐like activity of the 20S proteasome isolated 
from  Methanosarcina  thermophile  (132,  253).  Moreover,  we  have  previously 
demonstrated the effects of polyphenolic compounds on the functionality of isolated 
Polyphenol compound  mg/ml of extract 
Catechin  4.375 
Epicatechin  3.425 
Epigallocatechin  1.8375 
Epigallocatechin gallate  1.340 
Gallic acid  0.0125 
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20S proteasomes from bovine brain and thymus showing a relevant inhibitory action 
on the ChT‐L component of EGCG and gallic acid (133). Additionally, in this work and 
in  previous  reported  data,  the  antioxidant  properties  of  EGCG  have  been  well 
addressed  (133,  254­257).  Taking  into  account  the  high  content  in  polyphenols, 
mostly  catechin  and  epicatechin,  of  the  wheat  sprout  extract  we  have  determined 
whether  the  extract  could  be  effective  on  influencing  the  proteasome  functionality. 
With this aim, we have tested the effect of increasing amount of wheat sprout extract 
on  the  proteolytic  activities  of  constitutive  and  interferon‐γ  inducible  20S 
proteasomes isolated from bovine brain and thymus, respectively. Fig. 31 shows the 
inhibitory  effect  of  increasing  amounts  of  wheat  sprouts  extract  (from  0  to  60  µg 
GAE/ml) on the ChT‐L (panel A), T‐L (panel B), PGPH (panel C) and BrAAP (panel D) 
proteolytic  components  of  constitutive  (solid  square)  and  immuno  (circle)  20S 
proteasome.  
 
 
 
Figure  31.  Effect  of  wheat  sprout  extract  on  the  activity  of  isolated  20S 
proteasomes. Effect of increasing amounts of wheat sprouts extract (from 0 to 60 µg 
GAE/ml) on the ChT‐L (panel A), T‐L (panel B), PGPH (panel C) and BrAAP (panel D) 
proteolytic  components  of  constitutive  (?)  and  immuno  (○)    20S  proteasomes 
isolated from bovine brain and thymus. The data shown are mean values ± SD from 
six distinct determinations. 
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All assayed activities were inhibited by the extract, with the BrAAP component being 
the most  affected whereas  the  PGPH  the  least  influenced.  The  constitutive  and  the 
immunoproteasome were  both  affected  by  the  action  of  the  extract  showing  some 
differences in the response to the treatment. At low extract concentrations the ChT‐L 
and  T‐L  components  of  the  constitutive  proteasome  and  the  BrAAP  activity  of  the 
immunoproteasome were weakly activated. This  feeble activation could be due  to a 
rearrangement  of  proteasome  structure  induced  by  low  extract  concentration  that 
facilitates  substrate  entry  into  the  proteasome  active  sites  (216).  Furthermore,  the 
20S proteasomes proteolytic activity towards β‐casein was examined upon treatment 
with 40 µg GAE/ml of extract. Both 20S proteasomes degrade β‐casein within 90 min 
incubation (Fig. 32, panels A and B). The extract slows down the degradation rate at 
short  incubation  times,  especially  with  the  immunoproteasome  (Fig.  32,  panel  B), 
inducing no changes on the degradation pattern as evidenced by the elution profiles 
(data not shown). 
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Figure 32. Proteasomal degradation of β­casein. Effect of wheat sprouts extract on 
β‐casein  degradation  by  constitutive  (panel  A)  and  immuno  (panel  B)  20S 
proteasomes  isolated  from  bovine  brain  and  thymus.  Control  experiments  were 
performed  in  the absence of  extract  (?). Each experimental  set was  repeated  three 
times and relative mean values and SD calculated. 
 
 
Caco cells treatment with wheat sprout extract 
Treatment of Caco cell line with wheat sprout extract over times (4, 8, 12, 24 and 48 
h) did not  induce changes  in cell survival  towards control cell, both  in the presence 
and  absence  of  TPA  (100  nM)  (Fig.  33).  In  fact,  even  if  two  data  points  show  a 
statistically significant variation between control and treated cells, the differences are 
always below 6% and therefore cannot be considered as biologically relevant.  
 
 
Figure  33.  Cell  survival  analysed with  the MTT  assay.  Graphs  related  to  cells 
viability of Caco cells treated with wheat sprout extract (0.137 µg of GAE) over times 
(4, 8, 12, 24 and 48 h) in the absence (panel A) and presence (panel B) of TPA 0.1 mM. 
Data are reported as % of cell viability (dark grey: treated cells; light grey: controls). 
Results are representative of three distinct experiments. Data points marked with an 
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asterisk are statistically significant compared to their respective not  treated control 
cells (*p < 0.05). 
 
Being  the  tumor  promoter  TPA  also  responsible  for  an  increase  of  oxidative  stress 
and  an  upregulation  of  the  proteasome  proteolytic  pathway  (258),  we  wanted  to 
check whether treating the cells with the extract could reverse the effects induced by 
TPA.  Caco  cell  lysates  were  assayed  for  proteasomal  ChT‐L,  T‐L,  PGPH  and  BrAAP 
activities  (Fig.  33).  The  extract  induced  inhibition  of  the  proteolytic  components, 
mainly of the ChT‐L (40% inhibition at 24 h) and T‐L activities (around 30% at 48 h) 
(Fig. 34, panels A and B). TPA effects were particularly evident for the ChT‐L, T‐L and 
PGPH  activities.  Besides  that,  the  overall  activation  at  short  incubation  times 
produced by TPA was  interfered with  the wheat sprout extract  treatment;  in detail, 
co‐exposing the cells to TPA and extract resulted in a decrease of the ChT‐L, T‐L and 
PGPH components (Fig. 34, panels A‐C).  
 
 
 
Figure 34. Proteasomal activities measured in cell lysates upon treatment with 
wheat sprout extract. Caco cells were cultured in the presence and in the absence of 
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wheat sprout extract and 0.1 mM TPA for 4, 8, 12, 24, and 48 h. Lysates were tested 
for the ChT‐L (panel A), T‐L (panel B), PGPH (panel C) and BrAAP (panel D) activities 
using  fluorescent  substrates.  Data  are  expressed  as  %  activity  remaining  towards 
control in each time set. Fluorescence units were subtracted of the values of control 
assays  in  the  presence  of  specific  inhibitors;  results  derived  from  six  independent 
experiments. Values represent mean ± SD (n = 6). p < 0.05 by ANOVA with post‐hoc 
Holm‐Sidak test. 
 
 
Regarding  BrAAP  activity,  control  assays  were  performed  in  the  presence  of  the 
specific  inhibitor  Z‐GPFL‐CHO  in  order  to  verify  the  effective  contribution  to  the 
proteolysis  of  this  component.  The  ability  of  this  compound  to  interact  with  the 
proteasome has been already demonstrated, suggesting a strong  inhibitory effect of 
Z‐GPFL‐CHO specifically toward the BrAAP component (179, 259). A 80% decrease in 
BrAAP  activity  was  obtained  in  the  presence  of  the  inhibitor  (data  not  shown).  In 
order to evaluate if the TPA‐associated up‐regulation of the proteasome system was 
caused  by  an  increase  in  oxidized  proteins,  due  to  an  enhancement  of  oxidative 
conditions  induced  by  phorbol  esters,  cellular  protein  carbonyls  content  was 
measured  performing  immunoblot  analyses  using  antibodies  against  derivatized 
protein carbonyl groups  (Fig. 35). Wheat  sprout extract,  clearly, had an antioxidant 
effect  on  Caco  cells.  In  fact,  the  densitometric  analysis  of  the  blotting  shows  an 
evident  decrease  of  signal  in  the  presence  of  wheat  sprout  extract.  TPA  induced, 
essentially, an increase in the intracellular  level of oxidized proteins and the extract 
was able to attenuate this effect.  
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Figure 35. Effect of wheat sprout extract treatment on protein carbonyl groups 
levels. The densitometric analysis  from six separate blots provided  for quantitative 
analysis is presented (panel A) and a representative Western blot is shown (panel B). 
Equal  protein  loading  was  verified  by  using  an  antibody  directed  against  GAPDH 
(panel C). Caco cells were cultured in the presence and in the absence of wheat sprout 
extract and 0.1 mM TPA for 4, 8, 12, 24 and 48 h. Data points marked with an asterisk 
are statistically significant compared to their respective not treated control cells (*p < 
0.05).  
 
 
With  the  aim  of  estimating  the  proteasome  functionality  we  also  determined  the 
intracellular  levels  of  p27,  whose  degradation  is  known  to  be  mediated  by  the 
proteasome (181). p27 is involved in the apoptotic cascade; its increase, in fact, leads 
to  the  activation  of  pro‐apoptotic  mechanisms  (260).  Treatment  with  the  extract 
induced  an  increase  of  p27  levels  (Fig.  36).  TPA,  promoting  a  stimulation  of  the 
proteasome activity, reduced p27 intracellular levels and its effect was lowered after 
adding wheat sprout extract.  
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Figure  36.  Effect  of  wheat  sprout  extract  treatment  on  p27  levels. 
Autoradiographs  of  p27  expression  in  Caco  cells  exposed  to  the  extract.  The 
densitometric  analysis  from  six  separate  blots  provided  for  quantitative  analysis  is 
presented  (panel  A)  and  a  representative Western  blot  is  shown  (panel  B).  Equal 
protein loading was verified by using an antibody directed against GAPDH (panel C). 
Data  points marked with  an  asterisk  are  statistically  significant  compared  to  their 
respective not treated control cells (*p < 0.05).  
 
 
To  check whether, upon wheat  sprout hydroalcolic  extract  treatment,  the apoptotic 
pathway  is  triggered,  we  measured  the  intracellular  level  of  Poly  (ADP‐ribose) 
polymerase  (PARP) using an antibody  that recognizes  the  full  length molecule  (116 
kDa).  PARP  is  a  nuclear  enzyme  that  signals  the  presence  of  DNA  damage  by 
catalyzing the addition of ADP‐ribose units to itself, DNA, histones, and various DNA 
repair  enzymes  and  by  facilitating  DNA  repair  (261).  Furthermore,  PARP  is  a 
substrate of caspase‐3 and  its  fragmentation  is  regarded as a hallmark of apoptosis 
(262).  As  shown  in  Fig.  37,  in  unstimulated  cells  PARP  was  not  affected  by  the 
presence of the extract. TPA stimulated PARP fragmentation, in fact, bands related to 
full length PARP are darker in the absence of phorbol ester. The extract did modulate 
the  expression  level  of  full  length  PARP,  inhibiting  the  TPA‐mediated  decrease  of 
PARP at 8 and 12 h. 
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Figure  37.  Effect  of  wheat  sprout  extract  treatment  on  Poly  (ADP)­ribose 
polymerase  (PARP)  levels.  Autoradiographs  of  PARP  expression  in  Caco  cells 
exposed  to  the extract. The densitometric analysis  from six separate blots provided 
for quantitative analysis is presented (panel A) and a representative Western blot is 
shown  (panel B).  Equal  protein  loading was  verified  by using  an  antibody directed 
against  GAPDH  (panel  C).  Data  points  marked  with  an  asterisk  are  statistically 
significant compared to their respective not treated control cells (*p < 0.05). 
 
 
Qualitative analysis of wheat sprout extract components 
Polyphenol  and  protein  fractions  were  characterized  as  described  in  Material  and 
methods  section.  Fig.  38  reports  the  protein  distribution  in  the  eluates  at  distinct 
ethanol concentrations. 14–17 kDa peptides were eluted at 30–50% ethanol, whereas 
polyphenols  were  mostly  eluted  at  10%  ethanol.  Qualitative  HPLC‐analysis  of  the 
polyphenols eluted at 10% ethanol revealed the presence of high content of catechin, 
epicatechin  and  epigallocatechin  gallate  (data  not  shown).  From  the  quantitative 
determinations wheat sprout extract contains polyphenols (10% ethanol eluate) and 
peptides (30–50% ethanol eluates) at a concentration ratio of approximately 1:2.5.  
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Figure 38. Protein distribution on wheat sprout extract fractions. FPLC eluates at 
distinct ethanol percentages were separated on 15% acrylamide gel electrophoresis, 
and stained with Comassie brilliant blue. 
 
 
20S proteasomes in vitro inhibition by wheat sprout components 
ChT‐L, T‐L, PGPH and BrAAP activities of  isolated 20S proteasomes were assayed in 
the  presence  of  increasing  amount  of  the  polyphenol  (0–30  µg  GAE/ml)  and  the 
protein  components  (0–30  µg/ml)  to  disclose  the  role  of  each  fraction  in  20S 
proteasome inhibition. 
Fig. 39 shows that both wheat sprout fractions affected the isolated proteasomes. The 
protein fraction exerted a more rapid and potent inhibitory effect on the ChT‐L and T‐
L  activities  of  the  constitutive  enzyme,  as  compared  to  the  polyphenol  component. 
ChT‐L and BrAAP were the most influenced activities by both wheat sprout fractions. 
T‐L  and  BrAAP  activities  of  the  immunoproteasome  decreased  of  the  60%  in  the 
presence of 30 µg GAE/ml polyphenol fraction. Moreover, the polyphenol component 
exerted  a  stronger  inhibitory  effect  towards  the  immunoproteasome  T‐L  activity, 
inhibiting the activity already at physiological levels (1 µg GAE/ml) (Fig. 39). Previous 
works showed that plasma concentration after the ingestion of pure polyphenols or 
vegetable  extracts  is  in  the  range  of  1–5  µM,  corresponding  approximately  to  1  µg 
GAE/ml (263).  
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Figure 39. Effect of wheat sprout extract separated components on the activity 
of isolated 20S proteasomes. Effect of increasing amounts of polyphenol fraction (? 
grey)  and  proteinfraction  (? black)  on  the  ChT‐L  (panels  A–E),  T‐L  (panels  B–F), 
PGPH (panels C–G) and BrAAP (panels D–H) proteolytic components of constitutive 
and  immuno‐20S  proteasomes  (left  and  right  panels  respectively),  isolated  from 
bovine  brain  and  thymus.  The  data  shown  are  expressed  as  mean  values  ±  SE 
obtained from six distinct determinations. 
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Different  susceptibility  of HeLa  and  FHs  74  Int  cells  to wheat  sprout  extract 
components treatment 
Green  tea  polyphenols  were  reported  to  inhibit  human  tumour  cells  growth  and 
proteasome functionality (132, 133). Several natural occurring compounds selectively 
affect proteasome functionality in tumour cells. HeLa tumour cell line and the normal 
FHs 74 Int cells were treated for 6, 24 and 48 h with the whole wheat sprout extract 
(28 µg GAE/ml), the polyphenol (5 µg GAE/ml) and the protein (15 µg/ml) fractions 
separately and with the two fractions simultaneously, to investigate the effect of each 
component on different cell types. The MTT assay outlined that, while FHs 74 Int cell 
survival  was  not  influenced  by  the  treatments,  HeLa  cells  survival  significantly 
diminished in the presence of the protein fraction. The loss of vitality is particularly 
marked after 48 h treatment with protein (15 µg/ml) and polyphenol (5 µg GAE/ml) 
fractions together (Fig. 40, panel A). 
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Figure 40. Apoptotic events.  FHs 74  Int  and Hela  cells  treated with  5  µg GAE/ml 
polyphenol fraction (?); 15 µg/ml protein fraction (?); both components (?); whole 
wheat sprout extract (28 µg GAE/ml) (?) for 6, 24 and 48 h. Panel A: Cell survival is 
reported  as  %  of  cell  viability  referred  to  control.  Panel  B:  Caspase  3  assay.  The 
specific  activity percentage of  the  respective control non‐treated cells  are  reported. 
Results  are  representative  of  six  distinct  experiments.  Data  points marked with  an 
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asterisk are statistically significant compared to their respective non‐treated control 
cells  (*p  <  0.05).  Panel  C:  DNA  fragmentation  assay.  Panel  D:  HeLa  morphological 
alterations  after  48  h  treatment  with  both  components  as  revealed  by  Hoechst 
fluorescence staining. 
 
 
Induction of apoptosis in tumour HeLa cells treated with extract components 
Caspase  3  is  a  crucial  enzyme  in  apoptosis,  since  it  catalyzes  the  proteolysis  of 
numerous cellular regulatory proteins,  finally  resulting  in DNA  fragmentation  (264). 
Caspase  3  activity  was  measured  to  elucidate  the  basis  for  the  observed  cellular 
death.  Its  activity  was  significantly  enhanced  in  HeLa  cells  at  24  and  48  h  in  the 
presence  of  the  protein  component  of  the  extract  (Fig.  40,  panel B).  The  activation 
became stronger at 48h  in  the presence of both  fractions, suggesting  that apoptosis 
was  the  involved  mechanism.  No  variations  were  detected  in  FHs  74  Int  cells. 
Moreover,  to  better  explore  the  apoptotic  pathway,  DNA  fragmentation  was 
determined  as  described  in Materials  and methods  section.  The  assay  revealed  the 
presence of DNA laddering in HeLa cells treated for 24 and 48 h with protein fraction, 
with both components and with the whole extract (Fig. 40, panel C). To evaluate cell 
morphology  and  further  confirm  the  occurrence  of  apoptotic  events,  a  Hoechst 
staining assay was performed. Hoechst 33342 is a fluorescent dye which permeates 
the  plasma  membrane  and  binds  to  the  dsDNA  resulting  in  a  blue  fluorescence. 
Apoptotic  cells  chromatin  is  condensed  and  nuclei  are  fragmented with  respect  to 
normal nuclear size. The assay revealed morphological changes of HeLa cells nuclei 
upon  48  h  treatment with  both  components,  such  as  reduction  in  the  volume  and 
nuclear  chromatin  condensation  (Fig.  40,  panel  D).  To  corroborate  the  hypothesis 
that  wheat  sprout  extract  fractions  stimulate  apoptosis  in  tumour  HeLa  cells,  the 
intracellular level of the Poly (ADP‐ribose) polymerase protein were measured. PARP 
is a nuclear enzyme involved in several processes such as cell death pathways, DNA 
damage detection and repair (261). It has been also reported that PARP is cleaved by 
caspase 3 during apoptosis, generating the enzymatically active C‐terminal fragment 
of  85  kDa  (265, 266).  In  the  present  work,  we  found  that  PARP  fragmentation  is 
enhanced  in  HeLa  lysates,  particularly  upon  48  h  treatment  with  the  protein 
component,  thus matching  the apoptotic events above described  (Fig. 41, panels C–
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D).  FHs  74  Int  cells  showed  no  variations  in  the  116  kDa  full‐length  PARP  protein 
levels (Fig. 41, panels A–B). 
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Figure 41. PARP levels in treated cells. Autoradiographs of PARP expression in FHs 
74  Int  (panels A–B)  and HeLa  (panels C–D)  cells  treated with wheat  sprout  extract 
components  for  6,  24,  48  h.  Representative  Western  blots  are  shown.  The 
densitometric  analyses  of  the  116  kDa  full‐length  PARP  protein  from  six  separate 
blots  provided  for  quantitative  analysis  are  presented.  Equal  protein  loading  was 
verified by using an antibody directed against GAPDH. Data points marked with  an 
asterisk are statistically significant compared to their respective not  treated control 
cells (*p < 0.05). 
 
 
Wheat sprout extract components inhibit proteasome activities in HeLa tumour 
cells 
ChT‐L, T‐L, PGPH and BrAAP activities, assayed  in cell  lysates, are presented  in Fig. 
41.  Interestingly, HeLa tumour cell  line showed a higher sensitivity to wheat sprout 
components treatments, with respect to normal FHs 74 Int cells, resulting in a clear 
global decrease of proteasome functionality. In detail, a significant inhibition of ChT‐L 
and PGPH activities was present already upon short  incubation  time and  it  reached 
30%  and  40%,  respectively,  after  48  h  treatment  with  15  µg/ml  peptides. 
Polyphenols and peptides, separately administered, induced a 30 and 40% decrease 
of  BrAAP  activity  respectively.  Co‐exposing  the  cells  to  polyphenol  and  protein 
fractions caused a 40% inhibition of the ChT‐L and the BrAAP components (Fig. 42, 
panels E–H). In contrast, FHs 74 Int cells 20S proteasome activities decreased of 10–
20% upon long exposure time (Fig. 42, panels A–D). Moreover 28 µg GAE/ml wheat 
sprout whole extract was able  to  inhibit HeLa proteasome ChT‐L, PGPH and BrAAP 
activities, even though the effect was more evident in the presence of the separated 
components. The simultaneous treatment of HeLa cells with the two fractions caused 
a  stronger  inhibition of  ChT‐L  and BrAAP activities  compared  to  the whole  extract. 
This  is  probably  due  to  the  complex  composition  of  the  extract,  which  contains 
polyphenols,  peptides,  phosphates  and  reducing  glycosides.  Such  constituents  may 
delay or alter proteasome inhibition.  
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Figure 42. Proteasomal activities measured in cell lysates upon treatment with 
wheat sprout extract components. FHs 74 Int and HeLa cell lysates were tested for 
the ChT‐L (panels A–E), T‐L (panels B–F), PGPH (panels C–G) and BrAAP (panels D–
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H) activities, using fluorescent substrates. Fluorescence units were subtracted of the 
values of control assays in the presence of specific inhibitors; results derived from six 
independent experiments are expressed as % activity remaining towards control (□). 
Values  represent mean ± SD  (n = 6). p < 0.05 by ANOVA with post‐hoc Holm‐Sidak 
test. 
 
In addition, 26S proteasome ChT‐L activity was measured to investigate whether the 
ubiquitin–proteasome pathway was also affected by the treatments. The extract and 
its  components  significantly  decreased  HeLa  26S  ChT‐L  activity  after  35  h.  The 
inhibition  was  particularly  evident  in  HeLa  cells  after  48  h  in  the  presence  of  the 
protein component (30% decrease) and with both fractions (60% decrease) (Fig. 43, 
panel B). A weak (10–15%) and delayed inhibition was observed in FHs 74 Int cells 
(Fig. 43, panel A), suggesting that the tumour cell line is more sensitive to the wheat 
sprout extract treatment with respect to the normal cell line.  
 
 
 
Figure 43. 26S proteasome ChT­L activity. FHs 74 Int (panel A) and HeLa (panel B) 
cells were treated with wheat sprout extract components as described in Material and 
method  section. Data  are  expressed as % activity  remaining  towards  control  (□)  in 
each time set (*p < 0.05). 
 
Proteasome  inhibition was  followed  by  a  significant  accumulation  of  ubiquitinated 
proteins, particularly evident upon long exposure time with both components or with 
peptide fraction or with the whole extract (Fig. 44, panels C–D).  
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Figure  44.  Ubiquitinated  proteins  in  treated  cells.  Autoradiographs  of 
ubiquitinated proteinslevels in FHs 74 Int (panels A–B) and HeLa (panels C–D) cells 
treated  with  wheat  sprout  extract  components  for  6,  24,  48  h.  Representative 
Western  blots  are  shown.  The  densitometric  analyses  from  six  separate  blots 
provided for quantitative analysis are presented. Data points marked with an asterisk 
are statistically significant compared to their respective not treated control cells (*p < 
0.05). 
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Furthermore,  an  increase  in p27  levels was detected  in HeLa  cells  treated  for 48 h 
with 5 µg GAE/ml of  polyphenol  fraction, with 15 µg/ml of  the protein  component 
and with the two fractions simultaneously (Fig. 45, panels C). The whole extract was 
also able to increase p27 expression in HeLa cells upon 24 and 48 h treatment (Fig. 
45, panel D). 
 
 
 
Figure 45. p27 levels in treated cells. Autoradiographs of p27 expression in FHs 74 
Int (panels A–B) and HeLa (panels C–D) cells treated with whole wheat sprout extract 
and its components for 6, 24, 48 h. Representative Western blots are shown and the 
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densitometric  analysis  from  six  separate  blots  provided  for  quantitative  analysis  is 
presented. Equal protein  loading was verified by using an antibody directed against 
GAPDH. Data points marked with an asterisk are statistically significant compared to 
their respective not treated control cells (*p < 0.05). 
 
Proteasome  inhibition by wheat  sprout extract  components  in plasmacytoma 
RPMI 8226 cell line 
Following  the  encouraging  results  obtained with HeLa  cells we  decided  to  confirm 
such  data  investigating  cell  viability  and  proteasome  functionality  in  an  additional 
cancer cell line. In particular, we chose the RPMI 8226 cells, a human plasmacytoma 
cell line, since myelomas are the system in which proteasome inhibition has given the 
most promising results as an alternative cure for this disease and that the molecular 
pathways  affected  were  extensively  characterized  (267-269).  MTT  assay  revealed  a 
20%  decrease  in  RPMI  8226  cell  viability  especially  upon  exposure  to  the  protein 
component  and  to  the  two  components  together  (Fig.  46,  panel  A).  The  same 
treatment caused a 20–40% increase in caspase 3 activity, particularly evident at 24 
and  48  h  (Fig.  46,  panel  B). Moreover,  DNA  fragmentation was  induced  by  protein 
fraction and both fractions treatment at 24 and 48 h (Fig. 46, panel C). PARP cleavage, 
significantly enhanced upon 24 and 48 h treatment with the protein component and 
with  both  fractions  (Fig.  46,  panel  D),  supported  the  hypothesis  of  apoptosis 
induction. 
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Figure  46.  Apoptotic  events  in  RPMI  8226  cells  upon  wheat  sprout  extract 
components  treatment.  Panel  A:  Graphs  related  to  survival  of  RPMI  8226 
plasmacytoma cells; data are reported as % of cell viability referred to control; Panel 
B: Caspase 3 activity. The specific activity percentage of  the respective control non‐
treated cells are reported. Panel C: DNA fragmentation assay. DNA samples, obtained 
from  RPMI  8226  cells  upon  treatments,  were  resolved  on  a  1.8%  agarose  gel 
electrophoresis,  stained with  ethidium bromide.  Panel D: Autoradiographs  of  PARP 
levels  in  RPMI  8226  cells.  Representative  Western  blots  are  shown.  The 
densitometric  analyses  of  the  116  kDa  full‐length  PARP  protein  from  six  separate 
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blots  provided  for  quantitative  analysis  are  presented.  Equal  protein  loading  was 
verified  by  using  an  antibody  directed  against  GAPDH  (see  Fig.  40).  Data  points 
marked with an asterisk are statistically significant compared to their respective not 
treated control cells (*p < 0.05). 
 
The  ubiquitin–proteasome  pathway  was  affected  as  demonstrated  by  the  26S 
proteasome ChT‐L activity inhibition at long exposure time (Fig. 47, panel E) and by a 
significant  accumulation  of  ubiquitinated  proteins,  at  24  and  48  h  treatment  with 
protein  fraction, with both components simultaneously administered (Fig. 48, panel 
A) and with whole wheat sprout extract (Fig. 48, panel B).  
 
 
 
Figure  47. Proteasome  activities  in RPMI  8226  lysates  upon  treatments with 
wheat sprout extract components.  20S proteasome ChT‐L,  T‐L,  PGPH and BrAAP 
activities  are  reported  in  panels  A–D.  26S  activity  is  shown  in  panel  E.  Enzymatic 
activities were expressed as % activity remaining towards control (□) in each time set 
(*p  <  0.05  by  ANOVA  with  post‐hoc  Holm‐Sidak  test).  Fluorescence  units  were 
subtracted of the values of control assays in the presence of specific inhibitors; results 
derived from six independent experiments. 
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Figure  48.  Ubiquitinated  proteins  and  p27  levels  in  RPMI  8226  cells. 
Autoradiographs  of  ubiquitinated  proteins  in  RPMI  8226  cells  treated  with  whole 
wheat  sprout  extract  (panel  B)  and  its  components  (panel  A)  for  6,  24,  48  h.  p27 
levels are shown in panels C and D. Representative Western blots are presented and 
the densitometric analysis from six separate blots provided for quantitative analysis 
is presented. Equal protein loading was verified by using an antibody directed against 
GAPDH. Data points marked with an asterisk are statistically significant compared to 
their respective not treated control cells (*p < 0.05). 
 
20S  proteasome  activities  were  also  influenced:  a  time  dependent  inhibition  of  all 
proteasome  components  was  observed  in  the  presence  of  polyphenol  and  protein 
fractions. ChT‐L activity showed the most consistent inhibition (40%) in cells treated 
for 48 h with isolated peptides. BrAAP activity significantly decreased upon 24 and 48 
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h treatment with wheat sprout components. No synergistic effect was observed, since 
polyphenols  or  peptides,  separately  administered,  induced  a  higher  inhibition with 
respect to the simultaneous treatment with both fractions (Fig. 47, panels A–D). 
Proteasome  inhibition  was  consistent  also  with  intracellular  p27  protein 
accumulation,  which  was  significant  when  RPMI  8226  cells  were  treated  with  the 
peptide component or with both fractions (Fig. 48, panels C–D). 
 
 
4.2.3 Discussion 
Vast  is  the  number  of  studies  on  health‐promoting  effects  of  natural  occurring 
compounds  and  vegetable  extracts,  not  only  attributable  to  their  antioxidant,  anti‐
inflammatory,  neuroprotective  properties,  but  also  to  their  antiproliferative  and 
chemopreventative  activities  (270).  The  anticarcinogenic  effects  of  these molecules 
are  often  based  on  the  induction  of  the  apoptotic  pathway  (134, 271-273).  Wheat 
sprout  extract  is  a  rich  source  of  antioxidants,  such  as  reducing  glycosides  and 
polyphenols,  especially  catechin,  epicatechin  and  epigallocatechin  gallate  (274).  In 
recent years, health‐promoting effects of wheat sprout extract are being examined. In 
fact,  antimutagenic  properties  have  been  demonstrated  (275,  276)  as  well  as  the 
recovery of age‐related alterations, such as senile cataract, and all the changes caused 
by an imbalance between free radical production and antioxidant defences (277, 278). 
Lately, we have reported  that  several antioxidant molecules affect 20S proteasomal 
systems,  pointing  at  the  strong  inhibitory  effect  of  EGCG  on  the  20S  proteasome 
functionality depending on the complex subunit composition. In cell  lysates, besides 
its  role  in  the  modulation  of  proteasome  activities,  especially  the  ChT‐L,  EGCG 
presents  also  antioxidant  properties  (133).  In  the  current  study  we  initially 
characterized  the  polyphenolic  components  of  wheat  sprout  extract,  evidencing  a 
high  catechins  content,  in  particular  catechin,  epicatechin  and  epigallocatechin 
gallate. We explored the potential effects of the extract on the functionality of isolated 
constitutive  and  immune‐20S  proteasomes  obtaining  an  overall  but  subunits‐
dependent inhibition: in detail, the BrAAP component, in both the proteasomes, was 
the most depressed activity, followed by the ChT‐L and T‐L. Although EGCG is not the 
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most  abundant  polyphenol  found  in  the  extract,  its  inhibitory  concentration  (IC) 
towards  proteasome  components  is  severely  lower  than  the  IC  of  the  other 
polyphenols found in wheat sprout (133). The diminished proteasome activity can be 
therefore considered the result of a global action of all the extract components, with 
the  EGCG  playing  a  major  role  among  the  different  polyphenols.  The  protein 
degradation rate, measured using β‐casein as substrate for the proteasomal systems, 
was also affected by the extract: a decrease of casein degradation rate was detected at 
short incubation times, more evident for the immunoproteasome.  
A preliminary study on a cancer cell model was conducted on Caco cells, where the 
extract  induced  an  inhibition  of  the  proteolytic  components  of  the  proteasome,  in 
particular the ChT‐L and T‐L activities, confirming the data obtained in vitro. Exposing 
the cells to TPA, an increase in protein carbonyl content and a matching upregulation 
of  the  proteasome  activity  was  determined;  in  fact,  the  increase  in  proteasome 
functionality  measured  at  8  and  12  h  corresponds  to  an  enhancement  of  oxidized 
proteins.  This  regulation  of  the  proteasomal  complex  during  and  after  oxidative 
stress  is  a  complicated  issue  and  several  studies have been  conducted on  this  field 
investigating  proteasome  response  to  oxidative  stimuli.  Previous  works  have 
demonstrated  an  enhancement  of  proteasome‐mediated  protein  degradation  after 
oxidative  stress  in  different  cellular  systems  (211,  279,  280).  The  increase  in 
proteasome proteolytic activity could be due to a stress‐mediated rearrangement of 
the oxidized proteins which is responsible for the exposure of hydrophobic residues 
generally  hidden  in  the  normal  structure.  This  conformational  change  allows  the 
proteasome  to  recognize  and  bind  its  substrate,  and  start  the  degradation  process 
(212). p27 cellular content varied following the trend of the enzyme activities, further 
demonstrating the inhibition of the proteasome upon wheat sprout extract exposure. 
Interestingly,  wheat  sprout  extract  treatment  was  able  to  abrogate  the  oxidative 
stimulus caused by TPA, restoring the proteasome functionality to a basal  level. We 
also  checked  whether  the  accumulation  of  p27  was  able  to  initiate  the  apoptotic 
cascade,  estimating  the  fragmentation  of  PARP:  we  found  that  TPA‐induced  PARP 
degradation,  the  trigger  for  apoptosis,  was  contrasted  by  the  extract.  From  the 
described  data  it  is  therefore  possible  to  conclude  that  wheat  sprout  hydroalcolic 
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extract  does  modulate,  in  a  subunit  composition‐dependent  manner,  proteasomal 
systems functionality producing an overall inhibition both in isolated and in cellular 
complexes and that it is able to alter the intracellular levels of proapoptotic proteins, 
such as p27 and PARP. The proteasome  inhibition  induced by wheat  sprout extract 
may be a novel mechanism for the previously observed anticarcinogenic activity. 
In a second step of the work, the extract was further characterized and its ability to 
modulate  proteasome  functionality  was  extensively  studied  with  the  aim  of 
evaluating  its  potential  to  be  used  as  a  cancer  preventative  agent.  Data  from  the 
separation  analyses  revealed  that wheat  sprout  extract  contains  both  a  polyphenol 
and  a  protein  fraction  at  a  concentration  ratio  of  1:2.5.  With  the  purpose  to 
specifically  address  the  role  of  each  separated  extract  component,  isolated  20S 
proteasomes  were  assayed  in  the  presence  of  increasing  amounts  of  the  two 
fractions,  separately.  In  vitro  assays  showed  that  both  fractions  have  a  role  in  the 
inhibition  of  the  two  complexes.  However, while  the  protein  component  is  a more 
rapid  and  potent  effector  of  the  constitutive  complex,  the  immunoproteasome 
activities  significantly  decreased  in  the  presence  of  1  µg GAE/ml  polyphenols.  This 
value falls within the 1–5 µM plasma concentration range, obtained after ingestion of 
pure polyphenols or vegetable extracts (263). No information on the concentration of 
polyphenols  in  serum  after  wheat  sprout  powder  ingestion  is  currently  available. 
These data  suggest  that wheat  sprout  fractions, when  administered  separately,  can 
differently  modulate  isolated  20S  proteasomes  depending  on  their  subunits 
composition.  
It was proved that proteasome activities are higher in tumour cells, with respect to a 
counterpart of normal cells, and that survival of tumour cells is related to proteasome 
function  (281, 282).  Several  studies  also  reported  that  proteasome  inhibition  is 
associated  with  tumour  cell  death  through  apoptosis  (237, 283, 284).  Natural 
polyphenols,  such  as  green  tea,  grapes  and wine  derived  polyphenols were  largely 
investigated  as  potential  chemopreventative  agents  in  combination  with  current 
cancer therapies for their ability to inhibit the proteasome (134, 285). 
On  this  regard,  a  possible  different  effect  of  the  two  fractions  was  investigated  in 
HeLa tumour epithelial and in normal FHs 74 Int cell line. Interestingly, while FHs 74 
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Int  cells  survival  was  not  altered  upon  treatments,  a  loss  of  vitality  in  HeLa  cells 
treated  with  the  protein  fraction  and  with  the  two  fractions  simultaneously  was 
observed, more  evidently  after  48  h  treatment.  Together,  caspase  3  activation,  p27 
accumulation,  PARP  cleavage  enhancement,  DNA  fragmentation  induction  and 
changes  in  nuclei  morphology  demonstrated  that  apoptosis  was  the  involved 
mechanism in tumour cells selective death. Previous works revealed that proteasome 
inhibitors are promising potent alternative drugs in myeloma treatment, through the 
induction of antiproliferative and pro‐apoptotic mechanisms (267-269). In the present 
study, the plasmacytoma cell line RPMI 8226 showed proteasome inhibition and p27 
accumulation  as  already  observed  in  HeLa  cell  lysates,  upon  the  same  treatments. 
Caspase  3  activation,  DNA  fragmentation  and  PARP  cleavage  enhancement  were 
significant,  although  less  evident  compared  to HeLa  cells. However,  our data  are  in 
agreement with previous works showing that compounds rich in polyphenols, such as 
curcumin,  crisin,  apigenin,  quercetin,  tannic  acid,  were  able  to  induce  apoptosis  in 
tumour  cells,  through  the  inhibition  of  the  ubiquitin–proteasome  pathway  and  the 
consequent accumulation of proteasome substrates (132, 237, 286, 287). The selective 
induction of the apoptotic pathway in the tumour cell line by the protein component 
of  the extract  is  significant, but HeLa cells  treated simultaneously with polyphenols 
and peptides show a higher degree of mortality and a stronger caspase 3 activation. 
These  data  suggested  a  possible  synergistic  effect  of  the  two  wheat  sprout 
components. In order to verify this hypothesis and to gain insight into the activation 
of the apoptotic pathway, 20S and 26S proteasome functionalities were investigated 
and  the  expression  levels  of  ubiquitinated  proteins  and  of  the  pro‐apoptotic 
proteasome substrate p27 were measured. HeLa cell proteasomes  showed a higher 
degree of  impairment with respect  to normal cell  complexes.  In  fact,  the 26S ChT‐L 
activity and  the 20S ChT‐L and BrAAP components were  significantly depressed by 
the whole extract and its separated components, even at short incubation times. Only 
for the 26S and 20S ChT‐L activities a synergistic effect of peptides and polyphenols 
was evident, with a 60% and a 40% decrease at 48 h respectively, compared to the 
inhibition  induced  by  the  two  fractions  separately.  The protein  fraction  caused  the 
strongest  inhibition  in  PGPH  and  T‐L.  A  similar  trend was  observed  in  RPMI  8226 
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plasmacytoma cells treated with wheat sprout polyphenols and protein components. 
Conversely,  in  the normal FHs 74 Int cell  line,  the 26S ChT‐L activity was negligibly 
inhibited  at  48 h  treatments  and all  the  assayed 20S  activities  showed a  slight  and 
delayed  decrease.  These  results  are  consistent with  previous works  indicating  that 
natural polyphenolic compounds selectively inhibit proteasomes in cancer cells (132, 
253, 273) and, additionally, evidence a relevant role for the extract protein fraction in 
proteasome  inhibition.  Several  studies  reported  that  dietary  flavonoids  prevalently 
affect  the ChT‐L activity, due  to  the high binding affinity  for  the β5 subunit, both  in 
vitro  and  in cell  cultures  (121, 237, 238). Our results, besides confirming  these data, 
show  that  the  BrAAP  activity  was  particularly  influenced  by  both  wheat  sprout 
components, in agreement with previous works attributing this activity also to the β5 
subunit  (15).  The  increase  in  the  levels  of  p27  further  demonstrates  the 
aforementioned  inhibition.  Wheat  sprout  extract  components,  separately 
administered, exert a more rapid and potent effect with respect to the whole extract 
in  tumour  cells.  Tumour  cells were more  sensitive  to  the  treatments,  compared  to 
their  counterpart  of  normal  cells.  In  particular,  the  activation  of  the  apoptotic 
pathway, due to the selective inhibition of tumour cell proteasomes, is responsible for 
the loss of HeLa and RPMI 8226 cells vitality. The lower effect induced by the whole 
extract  can  be  due  to  its  extremely  heterogeneous  composition,  since  it  contains 
organic  phosphates,  enzymes,  reducing  glycosides  and  polyphenols,  with  a 
consequent matrix effect derived from interactions among the different constituents. 
In addition, the whole wheat sprout extract affected only HeLa survival, whereas no 
significant effect on RPMI 8226 cells survival was observed. Similarly, the combined 
administration of polyphenol and protein fractions did not lead to a severe decrease 
in survival or in proteasome functionality, differently from HeLa cells, even though in 
both  cases  proteasome  inhibition  was  observed.  The  most  evident  discrepancy 
between HeLa  and RPMI  8226  cells was  in  the  level  of  caspase  3  activation.  These 
observations indicate that tumour cells behave in a different manner in the presence 
of such fractions. Further experiments will clarify a potential significant role of wheat 
sprout extract as a therapeutic adjuvant in anticancer treatments. 
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4.3 Binding  of  aflatoxins  to  the  20S  proteasomes:  effects  on  the 
enzyme  functionality and  implications on oxidative stress and 
apoptosis 
 
4.3.1 Materials and methods 
Reagents and chemicals 
Substrates  for  assaying  the  ChT‐L,  T‐L,  PGPH,  AP‐N,  catalase,  glutathione  S‐
transferase,  glutathione  reductase  and  caspase‐3  activities  (Suc‐Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐
MCA, Z‐Leu‐Ser‐Thr‐Arg‐MCA, Z‐Leu‐Leu‐Glu‐MCA, L‐Leu‐pNA, hydrogen peroxide, 1‐
chloro‐2,4‐dinitrobenzene, βNADPH, oxidized glutathione, Ac‐Asp‐Glu‐Val‐Asp‐AMC) 
were purchased from Sigma‐Aldrich S.r.L., Italy. The substrate Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Phe‐Gly‐
pAB  to  test  BrAAP  activity  was  the  kind  gift  of  Prof.  Orlowski  (Department  of 
Pharmacology, Mount  Sinai  School  of Medicine,  New  York).  Aminopeptidase  N  (EC 
3.4.11.2), used for coupled assay utilized for detecting the BrAAP activity (166) was 
purified from pig kidney, as reported elsewhere (167, 168). Aflatoxins B1, M1 and G1 
were purchased from Sigma‐Aldrich S.r.L. (Italy) and dissolved in dimethyl sulfoxide 
(DMSO). The anti‐IκB‐α antibody was obtained  from Santa Cruz Biotechnology,  Inc., 
Italy,  the  rabbit  anti‐human  p27  from  Inalco  S.p.A.,  Italy  and  the  rabbit  polyclonal 
antibodies  to  “core”  subunits  of  the  human  20S  proteasome  from  Biomol 
International LP, UK. The membranes for Western blot analyses and Centricon YM‐10 
were purchased from Millipore. Immobilized proteins on the film were detected with 
the ECL system (Amersham Pharmacia, Biotech). The Oxidized Protein Kit (Oxyblot, 
Oncor Appligene, Strasbourg – France) was used to detect carbonyl groups levels. 
 
Cell culture and cell extract preparation  
Human  hepatoblastoma  (HepG2,  Istituto  Zooprofilattico  Sperimentale  –  Lombardia 
ed Emilia Romagna,  Italy)  cell  line was  cultured  in MEM medium  (Gibco  Invitrogen 
Cell Culture, Italy) supplemented with 10% fetal calf serum, 1% sodium pyruvate, 1% 
non‐essential amino acids, penicillin and streptomycin. Cells were mantained in a 5% 
CO2 atmosphere at 37°C. Cells were grown in 100 mm tissue culture dishes at initial 
concentration of 2 x 106 cells/dish. After 24 hours of starvation they were exposed to 
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different concentrations (0, 0.5, 1, 10 µM) of AFB1 for 3, 6, 12, 24 and 48 hours.  After 
removing the medium and washing with cold PBS, cells were harvested in 4 ml PBS, 
centrifuged at 1600 rpm for 5 min and the pellet was resuspended  in a  lysis buffer 
(20 mM Tris, pH 7.4, 250 mM sucrose, 1 mM EDTA and 5 mM β‐mercaptoethanol) and 
passed through a 25‐gauge needle for at least ten times. Lysates were centrifuged at 
12000  x  g  for  15  minutes  and  the  supernatants  were  stocked  at  ‐80°C.  Protein 
concentration in cell lysates was determined by the method of Bradford (173) using 
bovine serum albumine as a standard. 
 
Cell viability 
Cell  viability  was  determined  by  3‐(4,5‐dimethylthiazol‐2‐yl)‐2,5‐
diphenyltetrazolium bromide  (MTT)  conversion  as  described previously  (Holtsberg 
et  al.,  1998; Mosmann,  1983).  Briefly,  following  experimental  treatment,  cells were 
washed in phosphate‐buffered saline (PBS, pH 7.5) and then MTT (final concentration 
0.5 mg/ml) was added to culture medium without fetal calf serum and incubated for 
2 h at 37°C. The medium was then removed and replaced with 100 μl of DMSO. The 
optical  density  was  measured  at  550  nm  in  a  microtiter  plate  reader.  At  least  six 
cultures were utilized for each time point. 
 
Determination of aflatoxins effects on the 20S proteasomes activities 
Assays  of  20S  proteasomes  peptidase  activities  were  carried  out  with  fluorogenic 
peptides.  Suc‐Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐MCA was  used  for  chymotrypsin‐like  activity,  Z‐Leu‐
Ser‐Thr‐Arg‐MCA  for  trypsin‐like  activity,  Z‐Leu‐Leu‐Glu‐MCA  for  peptidylglutamyl‐
peptide hydrolase activity, and Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Phe‐Gly‐pAB for branched chain amino 
acid  preferring  activity  (14,  170,  171).  Isolation  and  purification  of  the  20S 
proteasomes from bovine brain and thymus were carried out as previously reported 
(166, 170).  
Aflatoxins  were  dissolved  in  DMSO  and  added  to  the  reaction  mixture  to  obtain 
different  concentrations:  0,  0.005,  0.01,  0.05,  0.1,  0.2,  0.4,  0.6,  0.8  and  1.0  µM.  The 
incubation  mixture  contained  the  aflatoxin,  5  µg  of  isolated  20S  proteasome,  the 
appropriate substrate and 50 mM Tris‐HCl pH 8.0 up to a final volume of 500 µl.  
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Activity  assays  with  cell  lysates  (5  µg  in  the  mixture)  were  performed  using  the 
substrates  listed  above;  control  experiments were  done  in  the  presence  of  specific 
inhibitors:  Z‐Gly‐Pro‐Phe‐Leu‐CHO  and  lactacystin  (5  µM  in  the  reaction  mixture). 
Tests  for  the BrAAP activity were performed  in  the presence of AP‐N  (EC 3.4.11.2) 
(14). Incubation was carried out at 37°C and, after 60 minutes, the measurements of 
the hydrolyzed 7‐amino‐4‐methyl‐coumarin (AMC) and 4‐aminobenzoic acid (PABA) 
were detected (AMC: λexc=365 nm, λem=449 nm; PABA: λexc=304 nm, λem=664 nm) on a 
spectrofluorimeter Shimadzu RF5301. Control  assays were also performed  in order 
to  evaluate  a  possible  effect  of  aflatoxins  on  the  proteolytic  activity  of  AP‐N: 
incubation mixtures containing aflatoxin, 8 µg of AP‐N, the substrate L‐Leu‐pNA and 
50 mM Tris‐HCl pH 8.0 up to a final volume of 500 µl were incubated at 37°C. After 10 
minutes incubation the activity was measured (λ = 405 nm) on a spectrophotometer 
Varian Cary 100Bio. 
The reversibility of the interaction between toxins and isolated 20S proteasomes was 
investigated in the presence of the most activating toxin, AFM1, at the concentration 
of 0.8 μM. The ChT‐L activity of the immunoproteasome and the T‐L component of the 
constitutive one were tested. After 30 minutes incubation with 0.8 µM of AFM1 in 50 
mM  Tris‐HCl,  pH  8.0  at  room  temperature  the  20S  proteasomes  activities  were 
assayed  according  to  procedures  described  above.  Preincubated  enzymes  were 
dialysed and  concentrated with Tris‐HCl 50 mM using Centricon YM‐10  in order  to 
remove  the  toxin.  Activity  assays  were  performed  with  the  recovered  enzymes. 
Parallel experiments were executed in the absence of aflatoxin treating the enzymes 
with DMSO and the reversibility estimated by comparing the activity of  the enzyme 
before and after the dialysis, in the presence or absence of the toxin. 
 
Kinetic studies  
Kinetic runs were performed in order to evaluate the Vmax and Km parameters  for 
the  ChT‐L  activities  of  the  20S  immunoproteasome  and  T‐L  activities  of  the  20S 
constitutive  enzyme  at  increasing  substrates  concentrations:  5‐50  µM  for  the  Suc‐
Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐MCA  substrate  and  0.5‐15  µM  for  the  Z‐Leu‐Ser‐Thr‐Arg‐MCA 
substrate. In a typical kinetic run, 1 ml of assay buffer (50 mM Tris‐HCl pH 8.0 + 0.8 
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µM AFM1) and the appropriate substrate were added to a fluorescence cuvette placed 
in  the  jacketed  cell  holder  of  a  Shimadzu  RF5301  fluorescence  spectrophotometer, 
maintained at 37°C. After the reaction solution had reached thermal equilibrium (~ 5 
min), kinetic runs were started adding the enzyme, preincubated with 0.8 µM AFM1. 
Reaction  progress  was  monitored  by  the  increase  in  fluorescence  emission  (AMC: 
λexc=365 nm, λem=449 nm) and  the  initial velocity was always calculated after 5‐ or 
10‐min  reaction, when  less  than 10% of  the  substrate has  been  consumed.  Control 
kinetics  in  the  absence of  aflatoxin were performed. All  kinetic  data were obtained 
from  at  least  four  different  experiments,  in  which  eight  different  peptide 
concentrations were used. The values for Vmax and Km parameters were obtained by 
kinetic data fitting according to the Michaelis‐Menten equation. 
 
Determination of casein degradation by the 20S proteasomes 
The effect of aflatoxins on the proteolytic activity of isolated proteasomal complexes 
was  evaluated  using  β‐casein  as  protein  substrate.  20S  proteasomes  from  bovine 
brain and thymus were preincubated for 30 minutes at room temperature in 50 mM 
Tris‐HCl pH 8.0 in the presence of 0.1 µM aflatoxin. 
A total of 25.5 µg of treated proteasome were incubated with 100 µg of β‐casein and 
50 mM Tris‐HCl, 20 mM MgCl2, pH 7.5 up  to a  final volume of 100 µl. The mixtures 
were kept at 37°C, and 20 µl aliquots were withdrawn at different times (from 0 to 60 
minutes), acidified with 2 µl TCA 10%, and subjected to HPLC on a Hamilton PRP‐3 
column  (4.1  x  150 mm)  by  a  Perkin‐Elmer  HPLC  system.  Samples  elution  and  the 
measurement  of  casein  degradation  were  carried  out  as  reported  previously  (172, 
179). The rate of casein degradation was determined by measuring the peak area of 
casein  (λ  =  210  nm).  Control  experiments  were  performed  in  the  absence  of 
aflatoxins. Each experimental set was repeated three times and relative mean values 
and standard errors calculated. 
 
Immunoblot detection of carbonyl groups 
The  Oxidized  Protein  Kit  was  used  to  measure  an  increase  in  carbonyl  groups  on 
isolated  20S  proteasomes  and  cell  lysates  due  to  the  possible  aflatoxins  oxidative 
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effect. Briefly, 15 µg of 20S proteasome were  incubated  in 50 mM Tris‐HCl pH 8.00 
with each aflatoxin, dissolved in DMSO, to a final concentration of 0, 0.1 and 1.0 µM, at 
room temperature for 45 minutes in the dark. Exposed enzymes and cell lysates (12 
µg)  were  treated  according  to  the  OxyBlot  kit  procedure,  run  in  a  12% 
polyacrilamyde  gel  and  blotted  onto  a  PVDF  membrane.  Modified  proteins  were 
revealed  by  appropriate  antibodies  using  an  ECL  (Enhanced  ChemiLuminescence) 
western blotting analysis system. 
 
Antioxidant enzymes activities 
Activities of antioxidants enzymes were measured in fresh cell lysates. Measurements 
were  carried  out  with  a  Varian  Cary  100Bio  spectrophotometer  at  a  constant 
temperature  of  25  °C.  Catalase  (EC  1.11.1.6)  was  determined  by  following  the 
decrease  in  absorbance  at  240  nm  (ε  =  0.04 mM‐1cm‐1)  due  to  hydrogen  peroxide 
consumption (288). The reaction was performed using a solution of 20 mM hydrogen 
peroxide in 50 mM Tris‐HCl pH 7.5 containing 40 µg of total cellular proteins in a final 
volume of 1 ml. Glutathione S‐transferases (GST; EC 2.5.1.18) activity was measured 
at 340 nm using 1‐chloro‐2,4‐dinitrobenzene (CDNB) as substrate (ε = 9.6 mM‐1cm‐1); 
the  assay was  carried  out  in  100 mM potassium phosphate,  pH 6.5,  1 mM  reduced 
glutathione (GSH) and 1 mM CDNB, containing 40 µg of total cellular protein (Habig et 
al.,  1974).  Glutathione  reductase  (GR;  EC  1.6.4.2)  was  determined  at  340  nm, 
following the oxidation of NADPH during the reduction of oxidized glutathione (GSSG; 
ε = 6.22 mM‐1cm‐1). The reaction was carried out in 100 mM potassium phosphate, pH 
7.5, 1 mM EDTA containing 40 µg of total cellular protein, adding 0.1 mM NADPH and 
1 mM GSSG. 
 
Caspase­3 activity 
Caspase‐3 activity was assayed in cell  lysates (20 µg of total cellular proteins  in the 
mixture)  using  Ac‐Asp‐Glu‐Val‐Asp‐7‐amino‐4‐methyl‐coumarin,  20  µM  in  the 
reaction mixture, as substrate. The assay was performed in 50 mM Tris‐HCl, pH 7.5, 
50  mM  NaCl,  1  mM  EDTA,  5  mM  β‐mercaptoethanol,  5  mM  CaCl2,  0.1%  CHAPS. 
Incubation  was  carried  out  at  37°C  and,  after  60  minutes,  hydrolyzed  7‐amino‐4‐
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methyl‐coumarin  (AMC)  was  measured  (AMC:  λexc=365  nm,  λem=449  nm)  on  a 
spectrofluorimeter Shimadzu RF5301. 
 
Western blotting analyses 
Cell  lysates  were  resolved  on  12%  sodium  dodecyl  sulfate‐polyacrilamide  gel 
electrophoresis  (SDS‐PAGE)  and  electroblotted  onto  PVDF membranes. Membranes 
with transferred proteins were incubated with rabbit anti‐human IκB‐α, rabbit anti‐
human p27 polyclonal antibodies and rabbit polyclonal antibodies to “core” subunits 
of  the human 20S proteasome. The immunoblot detection was carried out with ECL 
(Enhanced ChemiLuminescence) western blotting  analysis  system using peroxidase 
conjugated secondary antibodies (Sigma‐Aldrich S.r.L., Italy). 
 
Statistical analysis 
Values  are  expressed  as  mean  values  and  standard  error  of  results  obtained  from 
separate  experiments.  Student’s  t  test  was  used  to  compare  differences  of  means 
between control and treated groups. 
 
4.3.2 Results 
Effects of aflatoxins on the 20S proteasomes activities 
We investigated the effect of aflatoxins AFB1, AFM1 and AFG1 on the peptidase and 
proteolytic  activities  of  constitutive  and  IFN‐γ  inducible  20S  proteasomes  isolated 
from  bovine  brain  and  thymus,  respectively.  Additionally,  the  effects  of  AFB1  on 
HepG2 cells were evaluated over time. Even though, as shown below, the most potent 
aflatoxin  was  AFM1,  we  chose  to  treat  cells  with  AFB1  because  it  is  the  toxin 
produced by fungi and therefore the main food contaminant. Figure 49 (panels A and 
B)  shows  the  ChT‐L,  T‐L,  PGPH  and  BrAAP  activities  of  both  proteasomes  in  the 
presence  of  increasing  toxins  concentrations  (from  0  to  1.0  µM),  chosen  based  on 
their acceptable  limits within the nanomolar range and their bio‐accumulation over 
time in target organs (289). 
A  global  activation  of  complex  was  evident  and  0.1  µM  was  the  lowest  activating 
concentration of aflatoxins: the most affected component was the ChT‐L, especially to 
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the  treatment  with  AFM1.  No  changes  were  detectable  in  the  T‐L  activity  in  the 
presence of AFB1 while  it  increased  in  the constitutive proteasome upon AFG1 and 
AFM1  exposure.  The  PGPH  component  was  only  significantly  activated  in  the 
constitutive  proteasome  in  the  presence  of  AFM1.  The  BrAAP  activity  was  not 
influenced  by  the  toxins;  control  assays  showed  that  the  AP‐N  activity  was  not 
influenced by three toxins (data not shown). 
 
 
Figure 49. Effect of increasing concentrations of aflatoxins B1 (♦), M1 (■) and G1 (▲) 
on the peptidase activities of the constitutive (A) and immuno (B) 20S proteasomes. 
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Each data point is the mean and standard error of results from at least four separate 
experiments. 
 
Considering the effect of  the single  toxin, AFM1 induced the most remarkable effect 
even  though  it was neither proteasome nor component specific while AFG1 did not 
affect  proteasomes  functionality  except  for  the  T‐L  component  in  the  constitutive 
proteasome (Fig. 49, panel A) and the ChT‐L in the immunoproteasome (Fig. 49, panel 
B).  Interestingly,  the  AFM1‐20S  proteasome  interaction  was  observed  to  be 
reversible.  In  fact,  upon  dialysing  the  solutions  containing  the  enzyme  and  the 
aflatoxin, the 20S proteasome completely recovered its enzymatic activity (see Table 
7). 
 
Table  7:  reversibility  of  the  interaction  of  AFM1  with  the  constitutive  20S 
proteasome and the immunoproteasome. 
 
  ChT­L 
Immunoproteasome 
T­L 
Constitutive 20S proteasome 
  0 µM AFM1  0.8 µM AFM1  0 µM AFM1  0.8 µM AFM1 
Before dialysis  101.32 ± 0.33*  445.46 ± 12.11* 732.49 ± 9.76* 1008.7 ± 19.45*
After dialysis  95.88 ± 0.93*  103.43 ± 0.43* 769.24 ± 6.84* 782.67 ± 11.14*
Results are reported as fluorescence arbitrary units. 
 
Kinetic studies were also performed to estimate possible modifications in the Km and 
Vmax values. On this regard, the T‐L component of the constitutive proteasome and the 
ChT‐L of the immunoproteasome were analysed upon treatment with 0.8 µM AFM1. 
Results  obtained  from  kinetic  data  fitting  at  increasing  substrate  concentrations 
according to Michaelis‐Menten equation are summarized in Table 8. Treatment with 
AFM1 did not affect the Vmax values whereas a decrease of Km values was induced for 
both the assayed components, particularly for the ChT‐L.  
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Table 8: kinetic constants exhibited by the ChT‐L of the immunoproteasome and the 
T‐L of the constitutive 20S proteasome, treated with 0.8 µM AFM1. 
 
  ChT­L Immunoproteasome  T­L Constitutive 20S proteasome 
AFM1   Vmax (moli min­1)  Km (M)  Vmax (moli min­1)  Km (M) 
0 (µM)  3.2143x10‐5 ± 
2.89x10‐7 
7.9431x10‐5 ± 
2.30x10‐6 
1.4062 x10‐4 ± 
2.79 x10‐5 
1.0543 x10‐5 ± 
4.01 x10‐6 
0.8 (µM)  3.6851 x10‐5 ± 
1.55x10‐7 
1.5264 x10‐5 ± 
3.83 x10‐7 
2.7541 x10‐4 ± 
1.231 x10‐5 
0.4826 x10‐5 ± 
5.49 x10‐7 
 
 
Determination of β­casein degradation by the 20S proteasomes 
20S proteasomes proteolytic activity was assayed using β‐casein as macromolecular 
substrate.  The  effects  of  0.1  µM  aflatoxin  on  the  caseinolytic  activity  of  the 
constitutive  (panel A) and  immuno‐proteasomes (panel B) are presented  in Fig. 50. 
The constitutive 20S proteasome completely degraded β‐casein  in  the presence and 
absence of  toxins,  even  if AFB1  inhibited  the degradation  rate within  a 30 minutes 
incubation  time.  The  immunoproteasome  showed  a  lower  proteolytic  activity  that 
was  enhanced  in  the  presence  of  aflatoxins  with  AFB1  and  AFM1  producing  the 
strongest  activation.  Moreover,  the  chromatographic  profiles  obtained  in  the 
presence and absence of aflatoxins showed no differencies,  indicating the toxins did 
not alter the pattern of degradation. 
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Figure  50.  Effect  of  0.1  µM  aflatoxins  B1  (♦),  M1  (■)  and  G1  (▲)  on  β‐casein 
degradation by the constitutive (panel A) and immuno (panel B) 20S proteasomes at 
different  incubation  times.  Control  experiments  were  performed  in  the  absence  of 
toxins  (□).  After  elution  on  HPLC,  casein  peak  area  (λ  =  210  nm)  at  different 
incubation  times  were  reported  as  %  of  the  control  (casein  peak  obtained  at  0 
minutes incubation time). Each data point is the mean value and standard error and 
comes from three separate determinations. 
 
 
Cell viability 
Cells treatment with AFB1 at concentrations below 1 µM caused essentially no change 
in  HepG2  cell  viability, with  exposed  cells  not  less  than  85%  of  the  corresponding 
controls.  At  10  µM  of  AFB1,  a  decrease  in  cell  survival  was  observed  after  24  h 
treatment, with cell death observed at 48 h, Fig. 51. 
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Figure 51. Cell survival analyzed with  the MTT assay. HepG2  cells were  treated 
with 0, 0.5, 1, 10 µM of AFB1 for 3, 6, 12, 24 and 48 h. Data are expressed as % of the 
respective  controls  in  the  absence  of  toxin.  Data  are  the mean  value  and  standard 
error of  results  from at  least  six  cultures  from  five  separate experiments. Asterisks 
represent  statistical  significant  differences  from  the  respective  control  cultures 
without AFB1: *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001. 
 
 
Effect of increasing AFB1 concentrations on HepG2 proteasomal activities 
Activity  assays  were  performed  in  cell  lysates  upon  exposure  to  increasing 
concentrations of  AFB1 (0, 0.5, 1.0 and 10 µM) for 3, 6, 12, 24 and 48 hours (Fig. 52, 
panels  A‐D).  While  the  ChT‐L  component  was  always  inhibited,  the  T‐L  activity 
showed activation at 10 µM AFB1, particularly evident at 48 hours; the PGPH and the 
BrAAP  activities  were  compromised  especially  afters  24  and  48  h  treatment.  No 
differencies  were  detected  in  proteasome  expression  levels  after  western  blotting 
analyses with antibodies to “core” subunits (data not shown). 
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Figure 52. Proteasomal activities on HepG2 lysates upon AFB1 exposure. HepG2 
cells were  treated  for 3, 6, 12, 24 and 48 h with  increasing AFB1 concentrations: 0, 
0.5, 1.0 and 10 µM AFB1. Cell lysates were assayed for ChT‐L (panel A), T‐L (panel B), 
PGPH (panel C) and BrAAP (panel D) activities. Data are representative of at least five 
independent experiments. Asterisks represent statistical significant differences from 
the respective control cultures without AFB1: *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001. 
 
 
Determination of aflatoxins­induced oxidative effect 
Previuos data demonstrated that AFB1 citotoxicity and carcinogenicity are related to 
its  ability  to  induce  oxidative  damage  through  an  increase  in  ROS  formation  (141­
144).  In  order  to  evaluate  a  potential  oxidative  effect  of  AFB1,  AFM1  and AFG1  on 
isolated 20S proteasomes,  immunoblotting analyses were carried out measuring the 
amount  of  carbonyl  groups  in  the  two  complexes  treated  with  increasing  toxins 
concentrations. The results revealed that aflatoxins did not affect the oxidative state 
of the two enzymes (data not shown). Differently, an increase in carbonyl groups on 
cell lysates was detected as a function of AFB1 concentration (Fig. 53). 
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Figure  53.  Protein  oxidation  in  HepG2  cells  upon  treatment  with  AFB1.  A 
representative Western  blot  of  protein  carbonyls  is  shown  in  the  lower  panel  and 
densitometric  analysis  from  five  separate  blots  (upper  panel)  provided  for 
quantitative analysis of the protein carbonyls amount. Lysates were treated according 
to the OxyBlot procedure. *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001 compared to respective 
control cells without AFB1. 
 
To  further assess  the prooxidant effect caused by AFB1  the activities of antioxidant 
enzymes, such as glutathione reductase, glutathione S‐transferase and catalase, were 
measured  (Fig. 54). Glutathione  reductase activity significantly decreased  in a  toxin 
concentration‐dependant  manner,  especially  after  24  and  48  h  exposure,  thus 
contributing  to  an  increase  in  cellular  oxidative  stress  (290).  Glutathione  S‐
transferase, which also plays a key role in the AFB1 detoxification pathway, showed a 
marked  activation  at  longer  exposure  times,  demonstrating  an  attempt  of  the 
hepatocytes  to  resist  to  ROS  and  AFB1  toxicity  (291).  Finally,  catalase  activity 
decreased as  a  function of  the  treatment duration,  indirectly  enhancing  the  cellular 
susceptibility to ROS toxic effects (292). 
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Figure  54.  Antioxidant  enzymes  activities  in HepG2  cells  treated with  AFB1. 
Glutathione  reductase  (GR,  panel  A),  glutathione‐S‐transferase  (GST,  panel  B)  and 
catalase  (panel C)  activities determined upon  treatment with 0,  0.5,  1.0  and 10 µM 
AFB1 for 3, 6, 12, 24 and 48 h. Data are reported as specific activity percentage of the 
control (3 h and 0 µM AFB1). Results are representative of at least five independent 
experiments.  Asterisks  represent  statistical  significant  differences  from  the 
respective control cultures without AFB1: *p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001. 
 
 
Evaluation of the proapoptotic effect  
Caspase‐3  is  a  cysteine protease with  a major  role  in  the  apoptotic pathway.  It  has 
been accepted  that oxidative  stress  is  an apoptosis  inducer  since many  compounds 
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able to trigger programmed cell death are oxidants or stimulators of cellular oxidative 
metabolism (293, 294). The level of caspase‐3 in AFB1 treated cells was determined. 
Fig.  55  shows  an  increase  in  caspase‐3  activity  starting  from  6  h  exposure  and 
depending on the aflatoxin concentration. 
 
 
 
Figure 55. Caspase­3 activity in HepG2 cells treated with AFB1. Caspase‐3 activity 
measured  in cells  treated with 0, 0.5, 1.0 and 10 µM AFB1 for 3, 6, 12, 24 and 48 h. 
Data are reported as specific activity percentage of the control  (3 h and 0 µM AFB1). 
Results  are  representative of  at  least  five  independent experiments. Values marked 
with asterisks are significantly different (*p < 0.05, **p < 0.01,  ***p < 0.001) from the 
respective control cultures without AFB1. 
 
To demonstrate that AFB1 treatment was able to induce apoptosis, the expression of 
two  proapoptotic  proteins,  p27  and  IkBα  was  evaluated.  From  the  densitometric 
analysis of the two blots (Figs. 56, 57) is evident a time and concentration dependent 
increase  in  the  levels  of  the  two  investigated  proteins.  Additionally,  being  the  two 
proteins proteasome substrates, the observed enhancement could be also related to 
the proteasome previously described inhibition. 
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Figure 56. Influence of AFB1 treatment on p27  levels. A representative Western 
blot  (lower  panel)  and  the  densitometric  analysis  from  five  separate  blots  (upper 
panel)  are  provided  for  p27  quantification.  *p  <  0.05,  **p  <  0.01,  ***p  <  0.001 
compared to respective control cells without AFB1. 
 
 
 
Figure 57. Influence of AFB1 treatment on IκBα levels.  A representative Western 
blot  (lower  panel)  and  the  densitometric  analysis  from  five  separate  blots  (upper 
panel)  are  provided  for  IκB‐α  quantification.  *p  <  0.05,  **p  <  0.01,    ***p  <  0.001 
compared to respective control cells without AFB1. 
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4.3.3 Discussion  
Considering  the  increasing  attention  towards  the  potent  carcinogenic  effects  of 
aflatoxins, we investigated the possibility of an interaction with the 20S proteasome, 
to evaluate a possible involvement of the complex in the toxins cellular effects.  
Data  obtained  in  this  study  show an  activating  effect  of  the  three  aflatoxins  on  the 
activities  of  isolated  proteasomes,  particularly  towards  the  ChT‐L,  T‐L  and  PGPH 
components. The most activating  toxin was AFM1, which showed a higher effect on 
the  T‐L  component  of  the  constitutive  proteasome.  AFG1 was  able  to  discriminate 
between  the  two  proteasomes.  In  fact,  it  increased  only  the  T‐L  activity  of  the 
constitutive  complex  and  the  ChT‐L  activity  of  the  IFN‐γ  inducible  proteasome. 
Furthermore,  these  interactions  were  demonstrated  to  be  reversible.  Surprisingly, 
BrAAP activity of both the isolated proteasomes was not affected by the three toxins. 
The lowest activating aflatoxin concentration was 0.1 µM, which although higher than 
the  acceptable  limits  can  still  be  considered  physiologically  relevant  because  of 
aflatoxins accumulation over time in target organs (289).  
Aflatoxins activate three proteasomal components, but this phenomenon could not be 
related to a direct binding to the three subunits. In fact, aflatoxins might either bind to 
one  subunit  and  then  allosterically  activate  the  other  two,  or  bind  to  non  catalytic 
modifier  sites,  producing  an  allosteric  effect,  as  demonstrated  for  Ritonavir  by 
Schmidtke et al.  (295). Conversely, an  inhibitory trend was observed  in HepG2 cells 
proteasomal  activities,  more  evident  at  long  time  exposure.  In  fact,  except  for  an 
increase in the T‐L component, all other activities decreased as a function of aflatoxin 
concentration.  ChT‐L  activity  was  the  most  affected  and  the  BrAAP  component, 
differently from the in vitro behavior, showed inhibition at 24 and 48 h. It is therefore 
likely that aflatoxins immunosuppressive action may be mediated by an alteration in 
the  antigenic  peptide  production  (296).  Interestingly,  the  results  obtained  from 
experiments with  isolated  complexes  partially  disagree with measurements  on  cell 
lysates.  A  possible  explanation  is  that  the  ultimate  effect  in  cells  (mainly  20S 
proteasome  inhibition)  arises  from  multiple  actions  of  AFB1  that  alter  various 
cellular activities. Among these, AFB1 affects several enzymes such as protein kinase 
(297,  298),  Ca2+‐ATPase  (299)  and  cyclic  nucleotide  phosphodiesterase  (300). 
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Furthermore, we do not know which toxin influences the 20S proteasome in the cells, 
if directly AFB1 or its metabolite AFM1. 
Besides oxidative damage directly  inflicted on DNA by  free radicals,  there are other 
mechanisms  by  which  free  radicals  can  cause  cell  death;  in  fact,  an  increase  in 
oxidative proteins not paralleled by  their prompt removal  leads  to  the  formation of 
extremely  cytotoxic  protein  aggregates  (141­143).  Significant  decreases  in 
antioxidant enzyme activities, such as catalase and glutathionereductase, amplify the 
cytotoxic effect of aflatoxins. 
Several  studies  have  demonstrated  oxidative  damage  in  cultured  cells  upon  AFB1 
exposure  (141­144).  Our  data  show  that  the  three  toxins  did  not  induce  a  direct 
oxidative damage to the isolated proteasomes, suggesting that the pro‐oxidant effect 
does  not  involve  the  proteasome.  However,  in  HepG2  cells  we  observed  an  AFB1‐
concentration dependent increase in carbonyl groups content. It is known that being 
the  20S  proteasome  the  proteolytic  machinery  responsible  for  removing  oxidized 
proteins  (212),  its  inhibition  could  contribute  to  a  higher  carbonyls  content  in  cell 
lysates. The results obtained in this study support the oxidative challenge caused by 
aflatoxins, with an oxidative damage related  to  the exposure duration and aflatoxin 
concentration. Furthermore, analysis of validated biomarkers  for apoptosis,  such as 
caspase‐3  activation  and  increased  levels  of  p27  and  IκB‐α,  indicated  that  AFB1 
triggers the apoptotic pathway in treated cells. The amount of proapoptotic proteins 
increased  as  a  function  of  treatment  duration  and  AFB1  concentration,  showing 
correlation with the inhibition of ChT‐L and BrAAP proteasomal activities. 
Aflatoxin‐mediated  inhibition of  cellular 20S proteasomes may  therefore  contribute 
to carcinogenesis through an increase in oxidative stress due to AFB1 dual effects: the 
inhibition  of  proteasome  functionality  and  a  pro‐oxidant  action.  In  this model,  the 
change  in  proteasome‐mediated  protein  degradation  contributes  to  altered  protein 
expression. This may play a key role in the aflatoxins‐induced cytotoxicity which, as 
demonstrated in the present study, causes apoptotic cell death. 
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4.4 50­Hz extremely low frequency electromagnetic fields enhance 
protein  carbonyl  groups  content  in  cancer  cells:  effects  on 
proteasomal systems 
 
4.4.1 Materials and methods 
Materials 
The  Oxidized  Protein  Detection  Kit  was  purchased  from  Appligene‐Oncor 
(Strasbourg, France). Substrates for assaying the ChT‐L, T‐L and PGPH activities were 
purchased from Sigma‐Aldrich S.r.l. (Milano, Italy), (Suc‐Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐AMC, Z‐Leu‐
Ser‐Thr‐Arg‐AMC and Z‐Leu‐Leu‐Glu‐AMC). The Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Leu‐Ala‐pAB substrate 
was  the  kind  gift  of  Prof.  M.  Orlowski  (Department  of  Pharmacology,  Mount  Sinai 
School  of  Medicine,  New  York,  USA).  12‐O‐tetradecanoylphorbol‐13‐acetate  (TPA) 
and  (‐)epigallocatechin‐3‐gallate  (EGCG)  were  purchased  from  Sigma‐Aldrich  S.r.l. 
EGCG was used directly without further purification and was dissolved in assay buffer 
(Tris‐HCl  50 mM,  pH  8.0).  The mouse  anti‐human  p27kip‐1  polyclonal  antibody was 
obtained by Inalco S.p.A.  (Milano,  Italy). The rabbit anti‐GAPDH (FL‐335) polyclonal 
antibody  was  purchased  from  Santa  Cruz  Biotechnology  Inc.  Rabbit  polyclonal 
antibodies  to  “core”  subunits  of  the  human  20S  proteasome were  purchased  from 
Biomol  International  LP,  UK.  Sigma Marker, Wide Molecular Weight  Range  protein 
standards  for  SDS‐PAGE  were  obtained  from  Sigma‐Aldrich  S.r.l.  (Milano,  Italy). 
Immunoblot detection of carbonyl groups was performed with the OxyBlot oxidized 
protein  detection  kit  from  Appligene‐Oncor,  Strasbourg,  France.  The  Enhanced 
ChemiLuminescence (ECL) western blotting analysis system was purchased from GE-
Healthcare, Milano, Italy. All  chemicals  and  reagents  were  of  the  highest  grade 
available. 
 
Cell culture 
The  human  colon  adenocarcinoma  cell  line  Caco  2  (Istituto  Zooprofilattico 
Sperimentale – Lombardia ed Emilia Romagna, Italy) was cultured in D‐MEM medium 
(Gibco Invitrogen Cell Culture, Milano, Italy) supplemented with 15% fetal calf serum, 
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0.4% L‐glutamine,  1% non  essential  amino  acids,  penicillin  and  streptomycin.  Cells 
were maintained in a 5% CO2 atmosphere at 37°C. Cells were grown in 100 mm tissue 
culture dishes at an initial concentration of 4 x 105 cells/ml in a total volume of 15 ml. 
After  a  24  hours  starvation  without  serum,  cells  were  continuously  exposed  to  a 
sinusoidal 50 Hz magnetic field at a flux density of 1 mT (rms) in a solenoid for 24, 48 
and 72 hours. Control samples were placed under the same conditions in a solenoid 
with no EM field applied. The stray  field  inside  the non‐powered solenoid was <0.5 
µT.  Both  samples  were  placed  into  a  water‐jacketed,  thermo‐regulated  and 
atmosphere‐controlled  incubator  (37.0  ±  0.5°C  and  5% CO2).  All  experiments were 
performed  under  blind  conditions.  Caco  cells  were  cultured  in  the  presence  or 
absence of 150 μM EGCG and in the presence and absence of 0.1 µM TPA (133). After 
removing the medium and washing with cold PBS, cells were harvested in 3 ml PBS. 
An aliquot was withdrawn for counting. After centrifuging at 1600 rpm for 5 min, the 
pellet was homogenized in a lysis buffer (20 mM Tris, pH 7.4, 250 mM sucrose, 1 mM 
EDTA  and  5 mM β‐mercaptoethanol)  and  passed  through  a  25‐gauge  needle  for  at 
least  ten  times.  Lysates  were  centrifuged  at  12000  x  g  for  15  minutes  and  the 
supernatants  were  stocked  at  ‐80°C.  Protein  concentration  in  cell  lysates  was 
determined by Bradford method (173) using bovine serum albumine as a standard. 
 
Electromagnetic field exposure 
ELF‐EMFs were generated by a 20 cm diameter × 40 cm length solenoid. The solenoid 
was wound in three forward‐backward‐forward continuous layers with 600 turns of 
2 mm diameter copper wire.  
It was driven by the 50 Hz power line through with a variable autotransformer and 
generated a magnetic flux density of 1 mT (rms) for an applied voltage of 6 V (rms) 
(301,  302).  The  solenoid  was  positioned  into  a  water‐jacketed,  temperature  and 
atmosphere regulated incubator (37.0 ± 0.5°C and 5% CO2). The dishes were placed 
horizontally  into  the  solenoid,  so  that  the magnetic  flux was parallel  to  the bottom. 
Moreover,  dishes  were  placed  in  a  volume  determined  by  measurements  of  field 
variations  inside  the  solenoid.  In  fact,  field  intensity,  measured  with  a  calibrated 
Chauvin  Arnoux  gaussmeter,  was within  ‐5%  of  centre  value  inside  the  cylindrical 
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exposure volume of 11 cm by 17 cm along  the solenoid axis. Cells were exposed  in 
continuous to a 50 Hz magnetic field at a flux density of 1 mT (rms) for 24, 48 and 72 
hours. Control samples were placed in a solenoid with no field applied placed into a 
second  identical  water‐jacketed,  temperature  and  atmosphere  regulated  incubator. 
The stray field inside the non‐powered solenoid was < 0.5 µT.   
Direct monitoring of sample temperatures before, during and after exposure for both 
the  control  and  exposed  conditions  was  performed  in  continuous  using  a  digital 
multimeter  (METEX Mod. M‐3630D)  controlled  by  ScopeView  software  (vers.  1.06) 
for  data  logging  (the  acquisition  was  carried  out  at  0.0028  Hz).  The  temperature 
probe  was  placed  within  the  centre  of  the  solenoid  (either  energized  or  not)  in  a 
culture dish containing medium with no cells: no significant  temperature difference 
between  culture  media  of  exposed  or  unexposed  dishes  was  revealed.  Samples 
temperature was 37.0 ± 0.3 °C, Fig. 58. 
 
 
Figure  58.  Temperature  monitoring  of  exposed  samples  over  time.  Direct 
monitoring  of  treated  sample  temperatures  before,  during  and  after  exposure was 
performed  using  a  digital  multimeter  (METEX  Mod.  M‐3630D)  equipped  with 
ScopeView software (vers. 1.06)  for data  logging (the acquisition was carried out at 
0.0028 Hz). The temperature probe was placed within the center of the solenoid in a 
culture dish containing medium with no cells. 
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Cell viability 
Cell  viability  was  determined  by  3‐(4,5‐dimethylthiazol‐2‐yl)‐2,5‐
diphenyltetrazolium bromide  (MTT)  conversion as previously described  (174, 175). 
Briefly,  following experimental  treatment,  cells were washed  in phosphate‐buffered 
saline  solution  (PBS,  pH  7.5)  and  then  MTT  (final  concentration  0.5  mg/ml)  was 
added to culture medium without fetal calf serum and incubated for 2 h at 37°C. The 
medium was  then  removed and  replaced with 100 µl  of DMSO. The optical  density 
was measured  at  550 nm with  a microtiter  plate  reader.  At  least  six  cultures were 
utilized for each time point. 
 
Measurements of 20S proteasome activities 
The  ChT‐L,  T‐L,  PGPH  and  BrAAP  activities  in  cell  lysates were  determined with  a 
Shimadzu RF5300 spectrofluorometer as previously reported (14, 170, 171), using 5 
µM  Suc‐Leu‐Leu‐Val‐Tyr‐AMC,  5  µM  Z‐Leu‐Ser‐Thr‐Arg‐AMC,  5  µM  Z‐Leu‐Leu‐Glu‐
AMC and 0.5 mM Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Leu‐Ala‐pAB, respectively, as substrates. Cell  lysates 
(5 µg total proteins) were incubated with the synthetic substrates in the assay buffer 
(50 mM Tris‐HCl,  pH 8.0) up  to  a  final  volume of 500 µl. After 1 h of  incubation at 
37°C,  the measurement  of  the  hydrolyzed 7‐amino‐4‐methyl‐coumarin  (AMC)  or  4‐
aminobenzoic acid (PABA) were detected (AMC: λexc = 365 nm, λem = 449 nm; PABA: 
λexc = 304 nm, λem = 664 nm). Since the BrAAP component cleaves exclusively the Leu‐
Ala bond in Z‐Gly‐Pro‐Ala‐Leu‐Ala‐pAB, a coupled, two step reaction in the presence 
of excess aminopeptidase N (APN), 20 µg of protein, (EC 3.4.11.2), (14), was used for 
the determination of the activity. Aminopeptidase N was purified from pig kidney, as 
reported  elsewhere  (167,  168).  With  the  aim  of  evaluating  the  20S  proteasome 
contribution  to  the  short  peptide  cleavage,  control  experiments were  performed  in 
the  presence  of  specific  inhibitors:  Z‐Gly‐Pro‐Phe‐Leu‐CHO  (5  µM)  for  the  BrAAP 
activity and lactacystin (5 µM) for the ChT‐L component (179, 303).  
 
Detection of protein carbonyl groups 
Immunoblot detection of carbonyl groups was performed with the OxyBlot oxidized 
protein detection kit, according to the manufacturer. Briefly, 15 µg of cell lysates were 
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incubated  for  15 minutes  at  room  temperature with  2,4‐dinitrophenylhydrazine  to 
form  the  dinitrophenylhydrazone  carbonyl  derivate  and  separated  on  a  12% 
SDS/PAGE. The modified proteins were then transferred to a polyvinylidene fluoride 
membrane  (Millipore  Corporation,  Bedford,  MA,  USA)  and  revealed  by  anti‐
dinitrophenylhydrazone antibodies as specified in the OxyBlot data sheet. 
 
Western blotting 
Western  blotting  analyses  using  antibodies  to  “core”  subunits  of  the  human  20S 
proteasome (1:1000) were carried out in order to reveal differences in the expression 
levels  of  the  complex  in  cell  lysates.  Immunoblot  experiments  using  anti‐p27kip‐1 
human  and  mouse  (Mouse)  monoclonal  antibody  (1:100)  were  performed  by 
electroblotting 30 µg  lysates  samples per  lane. Each gel was  loaded with molecular 
weight  markers  including  proteins  with  MW  from  6.5  to  205  kDa.  After 
immunostaining,  the  two  protein  bands  (~  50  and  70  kDa)  were  identified 
overlapping the film with the Comassie‐Brilliant Blue‐stained membrane.  As a control 
for equal protein loading glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) was 
utilized: membranes were stripped and reprobed for GAPDH using a polyclonal antibody 
diluted 1:500 (Anti‐GAPDH  (FL‐335)  rabbit  polyclonal  antibody  from  Santa  Cruz 
Biotechnology  Inc.). The  immunoblot  detections were  carried  out  using  peroxidase 
conjugated  anti‐mouse  and  anti‐rabbit  secondary  antibodies.  A  densitometric 
algorithm was developed to quantitate the Western Blot results (176). 
 
Statistical analysis 
All data are expressed as mean values ± SE of results obtained from six independent 
experiments,  in which all the activities measurements were carried out  in triplicate, 
whereas  for  densitometric  analysis  six  blots  were  considered.  Analysis  of  variance 
(ANOVA) was used  to assess differences among multiple  sets of data obtained with 
untreated  and  treated  cells  at  different  times  of  exposure. When  significant  values 
were  found  (p<0.05),  post  hoc  comparisons  of  means  were  made  using  the 
Bonferroni‐Dunn test (304). 
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4.4.2 Results and discussion 
It  is  widely  accepted  that  ELF‐EMFs  can  exert  influences  on  several  biological 
functions of  cells  and  tissues, modulating  intracellular ROS  levels  and  the  cell  cycle 
progression  (148,  150­152,  157,  158).  The  aim  of  this  study was  to  investigate  the 
effect of ELF‐EMFs on cultured cells  focalizing  the attention on the 20S proteasome 
functionality, the main responsible for the degradation of oxidized proteins.  
Exposing Caco cells to 1 mT, 50 Hz ELF‐EMFs resulted in a time‐dependent increase 
in cell proliferation rate compared to unexposed control cells. In detail, at 24 hours a 
10‐12% increase in cell proliferation rate upon ELF‐EMFs exposure was evident and 
after 48 hours there was an increase from 12 to 16%. Cell viability was essentially not 
affected  by  ELF‐EMFs  exposure,  however  several  changes  in  the  cytoplasmic 
proteolytic pathway have been highlighted. Results on cell proliferation are shown in 
Fig. 59 where each data point is reported as percent of control unexposed cells within 
the  same  time  exposure.  Stimulating  the  cells with  0.1  µM  TPA,  a  tumor  promoter 
able to activate protein kinase C in vivo and in vitro, caused a slighter increase in cell 
proliferation (from 8 to 10% at 24h and from 11 to 13% at 48h) and essentially no 
change in cell viability, as measured by the MTT reduction assay. Viability in exposed 
cells was not less than 85% of the respective controls (data not shown). 
 
 
Figure  59.  Effect  of  ELF­EMFs  exposure  on  Caco  cells  proliferation  rate.  Cells 
were  continuously  exposed  to  1.0  mT,  50  Hz  ELF‐EMF;  control  cells  were  grown 
under the same conditions in a not energized solenoid. After 24, 48 and 72 hours cells 
were harvested and counted:  the proliferation  rate of  treated cells was  reported as 
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percent of control unexposed cells. Data are mean ± SE of six separate experiments: 
(□) 0 µM TPA; (Δ) 0.1 µM TPA. 
 
 
In order to test whether ELF‐EMFs exposure causes an increase in cellular oxidative 
stress, thus favouring changes in protein structures, immunoblot analyses of protein 
carbonyl groups were performed. As shown in Fig. 59, the exposure to ELF‐EMFs led 
to  a  time  dependent  increase  in  protein  oxidation.  Particularly  evident  was  the 
increase  in  carbonyl  groups  after  ELF‐EMFs  exposure  and  in  the  presence  of  TPA, 
especially at 72h treatment (1.67‐fold increase, p<0.05), Fig. 60. 
 
 
Figure 60. Effect of ELF­EMFs exposure and TPA treatment on protein oxidation. 
Protein oxidation was analysed and quantified by measuring  the amount of protein 
carbonyl  groups.  The  densitometric  analysis  from  six  separate  blots  provided  for 
quantitative  analysis of  the  amount of protein  carbonyls  is present  (panel A)  and a 
representative Western blot of protein  carbonyls  is  shown  (panel B). Equal protein 
loading was  verified  by  using  an  antibody  directed  against  GAPDH  (panel  C).  Data 
points  marked  with  an  asterisk  are  statistically  significant  compared  to  their 
respective not exposed control cells (p < 0.05). 
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Numerous  publications  reported  on  the  ability  of  EGCG  to  act  as  a  free  radical 
scavenger  (133, 254­257, 305). The protective action of EGCG against  the ELF‐EMFs 
induced oxidative stress was assayed adding  this polyphenol directly  to  the culture 
medium during  exposure. The  treatment with 150 µM EGCG  caused,  essentially,  no 
change in cell viability as measured by the MTT reduction assay (data not shown). As 
shown  in  Fig.  61,  the  enhancement  in  protein  carbonyl  groups,  evident  in  cells 
exposed  to  the  fields, was  lowered  in  EGCG  treated  cells,  demonstrating  that  EGCG 
protected cells from protein oxidation induced by ELF‐EMFs exposure. 
 
 
Figure  61.  Effect  of  ELF­EMFs  exposure  and  EGCG  treatment  on  protein 
oxidation. Protein oxidation was analysed and quantified by measuring the amount 
of  protein  carbonyl  groups.  The  densitometric  analysis  from  six  separate  blots 
provided  for  quantitative  analysis  of  the  amount  of  protein  carbonyls  is  present 
(panel A) and a representative Western blot of protein carbonyls is shown (panel B). 
Equal  protein  loading  was  verified  by  using  an  antibody  directed  against  GAPDH 
(panel C). Data points marked with an asterisk are statistically significant compared 
to their respective not exposed control cells (p < 0.05). 
 
 
As  abovementioned,  the  20S  proteasome  is  the  proteolytic  system  involved  in  the 
removal  of  oxidatively modified  proteins  (209,  306­308).  The  enzyme  functionality 
was  measured  monitoring  the  cleavage  of  short  synthetic  peptides  in  whole  cell 
extracts;  in  details,  the  ChT‐L,  T‐L,  BrAAP  and  PGPH  activities  were  assayed.  The 
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results  obtained  from  the  activity  assays  demonstrated  that  the  most  susceptible 
components  to  the  fields were  the ChT‐L,  T‐L  and PGPH.  In  particular,  the T‐L  and 
PGPH components presented a very similar behaviour. In fact, in the absence of TPA, 
the exposure  to electromagnetic  fields  led  to  the activation of both  the components 
with a 1.16‐fold increase after 24h treatment (p<0.05). The ChT‐L activity presented 
the  maximum  activation  at  72h  (1.17‐fold  increase,  p<0.05),  Fig.  62.  An  evident 
activation of  the  components was also manifest  after  the  simultaneous exposure  to 
TPA. In detail, at 72h a 1.18‐fold, a 1.2‐fold and a 1.17‐fold increase was evident for 
the T‐L, PGPH and ChT‐L activity, respectively. 
Interestingly, the BrAAP component presented a peculiar behaviour since it was not 
affected  at  24h  and  48h,  while  a  1.25‐fold  increase  was  evident  at  72h  exposure 
(p<0.05), Fig. 62, panel B.  
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Figure  62.  Proteasomal  activities measured  in  cell  lysates  upon  exposure  to 
ELF­EMFs. Caco cells were treated or not with 0.1 µM TPA for 24, 48 and 72 hours; 
they were exposed to ELF‐EMFs while the control dishes were placed under the same 
conditions  in  a  solenoid with no  field. Data are expressed as  fluorescence arbitrary 
units subtracted of the values of control assays in the presence of specific inhibitors. 
Data  are  mean  ±  SE  of  six  separate  experiments.  Asterisks  represent  statistically 
significant differences from the respective control, not exposed, cultures: p < 0.05. 
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In  a  recent  study  we  have  shown  that  EGCG  has,  besides  its  scavenging  and 
antioxidant properties, a direct inhibitory effect on the 20S proteasome (133). When 
cells  were  exposed  to  the  fields  in  the  presence  of  EGCG  the  above‐described 
proteasome  activation was  blocked  as  shown  in  fig.  63  for  the  ChT‐L  activity.  It  is 
reasonable that the EGCG‐dependent decrease in oxidized species results in a minor 
exposure of protein hydrophobic residues generating an environment not  favorable 
for the proteasome to be activated.  
 
 
Figure 63. ChT­L activity measured  in cell  lysates upon exposure  to ELF­EMFs 
and treatment with EGCG. Caco cells were treated or not with 150 µM EGCG for 24, 
48  and  72  hours;  they  were  exposed  to  ELF‐EMFs  while  the  control  dishes  were 
placed under the same conditions in a solenoid with no field. Data are mean ± SE of 
six separate experiments. Asterisks represent statistically significant differences from 
the respective control, not exposed, cultures: p < 0.05. 
 
In  order  to  evaluate whether  the  differences  observed  in  proteasome  functionality 
were  due  to  changes  in  20S  proteasome  expression  levels,  we  performed 
immunoblottings  using  an  anti‐20S  proteasome  antibody.  As  shown  in  Fig.  64,  no 
differences were detected in the proteasome content in lysates obtained from treated 
and control cells, suggesting that the fields do not affect proteasome expression.  
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Figure 64. Effect of ELF­EMFs exposure and TPA treatment on 20S proteasome 
levels.   Representative autoradiography of 20S proteasome in Caco cells exposed to  
ELF‐EMFs.  The  densitometric  analysis  from  six  separate  blots  provided  for 
quantitative  analysis  of  the  amount  of  20S  “core”  is  presented  (panel  A)  and  a 
representative Western blot is shown in panel B. Equal protein loading was verified 
by using an anti‐GAPDH antibody (panel C).  
 
The protein p27 is a cell cycle regulator with a pro‐apoptotic effect and is also known 
as  a  20S  proteasome  substrate.  Its  levels  are  therefore  considered  a  hallmark  of 
proteasome  functionality.  The  immunoblot  analysis  performed  with  an  antibody 
specific  for  this  protein,  showed  a  time  dependent  decrease  of  p27  expression 
following ELF‐EMFs exposure. In the absence of TPA, a gradual decrease of p27 levels 
was detected reaching a 15% decrease after 48h and 72h exposure. The presence of 
TPA led to an overall decrease of protein levels, detectable both in control and ELF‐
EMFs  exposed  cells.  Moreover,  p27  levels  in  ELF‐EMFs  treated  cells  were  a  10% 
lower than in unexposed control cells (Fig. 65). 
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Figure  65.  Effect  of  ELF­EMFs  exposure  and  TPA  treatment  on  p27  levels.  
Autoradiographs  of  p27  expression  in  Caco  cells  exposed  to  ELM‐EMFs.  The 
densitometric  analysis  from  six  separate  blots  provided  for  quantitative  analysis  is 
presented  (panel  A)  and  a  representative Western  blot  is  shown  (panel  B).  Equal 
protein loading was verified by using an antibody directed against GAPDH (panel C). 
Data  points marked with  an  asterisk  are  statistically  significant  compared  to  their 
respective not exposed control cells (p < 0.05). 
 
Previous  findings  suggest  that  conditions  of  mild  oxidative  stress,  causing  a 
rearrangement  of  cellular  proteins  structures  with  the  consequent  exposure  of 
normally hidden hydrophobic residues, may induce an activation of the proteasome 
functionality  (212,  309).  Considering  this,  the  enhancement  observed  in  the  20S 
proteasome  activity,  being  not  associated  to  an  up‐regulation  of  its  synthesis,  as 
demonstrated by the 20S immmunoblots, could be a consequence of the  increase  in 
the intracellular oxidative stress. It is possible that in order to counteract the toxicity 
associated  to protein oxidation,  cells promote  the proteasome‐mediated proteolytic 
pathway. Furthermore, this increased activity could be related to the up‐regulation of 
the  intracellular Ca2+  levels. An  increase  in  [Ca2+]  in  cells  upon ELF‐EMFs  exposure 
was reported by numerous groups (310, 311) and it is known that this divalent cation 
is able to modulate proteasome activity, as suggested by Reshetnyak et al. regarding 
the  ChT‐L  component  (312).  The  proteasome  activation  could  be  associated with  a 
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change  in the 20S structure with the adoption of an ordered 7‐fold symmetric pore 
conformation stabilized by interactions among a cluster of highly conserved residues 
(Tyr8, Asp9, Pro17 and Tyr26) (313). This change lets the proteasome to achieve an 
open conformation thus allowing the substrate to easily enter the proteolytic cavity. 
The ELF‐EMF mediated Vmax increase could be a Ca2+ dependent event. In fact, SDS 
and Ca2+ behave in a similar way toward proteasome activation (312) and it has been 
shown that SDS is able to increase proteasome Vmax (314). 
Upon ELF‐EMFs exposure there was a decrease in p27 expression levels most  likely 
because of  the  activation of  the 20S proteasome. Apoptosis  is  a normally occurring 
process which is used as a protective mechanism to remove damaged cells; therefore 
the  observed  down‐regulation  of  p27  expression,  induced  by  both  ELF‐EMFs  and 
TPA, may prevent  the cells  from utilizing that strategy  in order to get rid of altered 
cells  (315,  316).  ELF‐EMFs  effects  are  potentiated  by  stimulation  with  TPA, 
confirming the generally accepted notion that ELF‐EMFs behave as a tumor promoter 
but  not  as  a  tumor  initiator  (148, 317).  In  fact,  it  has  been published  that  low TPA 
concentrations  render  the  cells  susceptible  to  other  stimuli  and  consequently  the 
simultaneous exposure  to ELF‐EMFs  let  the  two  factors act  in a  synergistic manner 
(318).  
In  synthesis,  our  data  show  that  the  electromagnetic  fields  are  able  to  affect  the 
proteasome functionality  inducing an increase  in its proteolytic activity. The finding 
that  EGCG,  a  natural  compound  with  antioxidant  properties,  counteracts  the 
ELF/EMFs related pro‐oxidant effects demonstrates that this increase in proteasome 
activity  is  due  to  an  increase  in  intracellular  free  radicals.  The  modulation  of  the 
proteasome  functionality may  in  turn affect  indirectly various cellular pathways  i.e. 
apoptosis in the human colon carcinoma cell line (Caco 2). Further studies are needed 
to  elucidate  different  susceptibilities  to  ELF‐EMFs  effects  between  normal  and 
transformed  cells  in  order  to  gain  insight  into  the  role  of  ELF‐EMFs  in  the 
carcinogenetic process.  
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5 CONCLUSIONS 
In  the  present  thesis we  have  gained  insight  into  the way  proteasome modulation 
characterizes  two  primary  human  disorders,  neurodegeneration  and  cancer, 
investigating  how  it  can  affect  or  be  affected  by  protein  oxidation  and  influence 
cellular  apoptosis.  We  have  obtained  data  indicating  that  the  modulation  of 
proteasome activity is a very complex mechanism that can differently occur in the cell 
both  as  a  cause  and  as  a  consequence  of  intracellular  alterations,  such  as  protein 
aggregation  and  increase  in  oxidative  damage,  and  in  response  to  heterogeneous 
external  stimuli,  including  natural  polyphenols,  mycotoxins  and  electromagnetic 
fields.  To  fully  understand  the  nature  of  proteasome  modulation,  several  aspects 
concerning the intracellular environment have to be taken into consideration. In fact, 
as described by our studies,  the proteasome‐mediated protein degradation depends 
upon  the  cellular  oxidative  status  and  oxidation  often  contributes  to  a  different 
response  in  terms  of  proteasome  activity.  In  detail,  we  have  shown  that  while 
neurodegenerative  conditions  like  scrapie  and  treatments  with  amyloid  peptides, 
aflatoxins  and  electromagnetic  fields  induce  an  increase  in  protein  oxidation,  they 
differently modulate proteasome functionality.  Indeed, we have observed activation 
in scrapie and upon exposure to electromagnetic fields and inhibition upon treatment 
with  amyloid  peptides  and  aflatoxins.  The  intimate  relationship  between  the 
proteasome functionality and oxidation has been addressed by the finding that EGCG, 
a  natural  antioxidant  compound,  neutralizing  the  pro‐oxidant  effects  of 
electromagnetic fields is able to simultaneously restore to normal levels the increased 
proteasome  activity.  A  possible  explanation  to  such  diverse  behaviors  has  been 
suggested by T.  Jung et al.  (7). Supported by  literature,  they assume that during the 
process  of  oxidative modification,  proteins  undergo  different  phases  dependent  on 
the amount of oxidation. When the damage is sufficient to cause a partial unfolding of 
the protein, hydrophobic residues, that are usually hidden inside the globular soluble 
proteins,  are  exposed  at  the  surface  representing  a  degradation  signal  for  the  20S 
proteasome.  As  a  consequence,  it  is  possible  to  detect  an  increased  amount  of 
proteolysis.  Conversely,  in  a  later  stage,  oxidation  becomes  preponderant,  proteins 
start  to  aggregate  forming  insoluble  structures  that  tend  to  accumulate  and  inhibit 
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the degradation. Furthermore, as abovementioned, we have hypothesized that, being 
the proteasome  in  charge of  removing oxidized proteins,  its  activation may be  also 
considered  as  a  strategy  adopted  by  cells  to  counteract  the  dangerous  effects  of 
oxidative stress. 
Concerning  the  proteasome  role  in  cancer,  we  have  focused  our  attention  on  the 
effects of wheat sprout extracts characterized by high content in polyphenols, a group 
of natural compounds extensively studied for their antioxidant properties. Of extreme 
interest is the finding that polyphenols can discriminate between normal and tumor 
cells  in  terms of proteasome inhibition and apoptosis.  In  fact, cancer cells present a 
great sensitivity  to  the  treatment  if compared to  their normal counterpart,  showing 
higher levels of proteasome inhibition. It is reasonable to think that the dysregulation 
of molecules  implicated  in  the  cell  cycle  progression,  such  as  the  cyclin‐dependent 
kinases, the higher proliferation rates and protein turnover described in tumor cells 
make  them more  susceptible  to  losing proteasome  function with  respect  to normal 
cells  (319, 320). Our data are  strongly supported by numerous epidemiological,  cell 
culture,  and  animal  studies  that  confirm  the  cancer‐preventative  and  anticancer 
effects of dietary polyphenols.  
Considering the need for novel compounds with limited toxicity and greater efficacy, 
the ability of polyphenols to selectively damage tumor cells make them an attractive 
field  for  current  cancer  research  especially  for  a  future  application  as 
chemosensitizers and coadjuvants in cancer treatment.  
Concluding,  proteasome  modulation  becomes  an  interesting  target  for  the 
development of new strategies for the discovery of drugs to be used in the treatment 
of such disorders. For example,  indentifying molecules able to promote the removal 
of aggregated and oxidized proteins constitutes a potential approach in the therapy of 
neurodegenerative  diseases.  Obviously,  the  main  problem  is  to  find  a  selective 
inhibition  of  the  complex  in  order  to  avoid  interferences  with  the  multiple  key 
proteasome‐mediated cellular pathways. Such strategy must therefore be based on a 
clear knowledge of the molecular mechanisms involved in the considered disease so 
that they can be specifically targeted in combination therapies. 
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Giudizio relativo all’attività svolta dalla dottoranda CECARINI VALENTINA 
[allegato al verbale del Collegio dei Docenti del 18.01.2010] 
 
 
Terminata l’attività formativa prevista dal collegio dei docenti per i dottorandi del corso 
di Dottorato in “Invecchiamento e Nutrizione” constatata la partecipazione interessata 
ad essa da parte della dottoranda CECARINI VALENTINA e presa visione dell’attività 
di ricerca svolta (elenco riportato di seguito), il collegio dei docenti unanime si 
compiace di ammettere la dottoranda CECARINI VALENTINA a sostenere  l’esame  
finale per il conseguimento del titolo di dottore di ricerca. 
 
ELENCO DELLE PUBBLICAZIONI  CONVEGNI E SEMINARI A CUI HA PARTECIPATO LA 
DOTT. CECARINI VALENTINA (2006-2009) 
 
 
Pubblicazioni: 
The relationship between the 20S proteasomes and prion-mediated neurodegenerations: 
potential therapeutic opportunities. Cecarini V, Bonfili L, Cuccioloni M, Mozzicafreddo M, 
Angeletti M and Eleuteri AM. Review. Under revision Apoptosis. 
 
Antioxidant and proteasome inhibitory activities of an EGCG oxidation derivative. 
Bonfili L, Cuccioloni M, Mozzicafreddo M, Cecarini V, Tacconi R, Angeletti M and Eleuteri AM. 
Under revision FEBS Journal. 
 
Effects of thymoquinone on isolated and cellular proteasomes. Cecarini V, Quassinti L, Di 
Blasio  A, Bonfili L, Bramucci M, Lupidi G, Cuccioloni M, Mozzicafreddo M, Angeletti M, Eleuteri 
AM. Under revision FEBS Journal. 
 
Interplay between 20S proteasomes and prion proteins in scrapie disease. Amici M, Cecarini 
V, Cuccioloni M, Angeletti M, Barocci S, Rossi G, Fioretti E, Keller JN, Eleuteri AM. J Neurosci 
Res. 2010 Jan;88(1):191-201.  
 
50 Hz extremely low frequency electromagnetic fields enhance protein carbonyl groups content 
in cancer cells: effects on proteasomal systems. Eleuteri AM, Amici M, Bonfili L, Cecarini V, 
Cuccioloni M, Grimaldi S, Giuliani L, Angeletti M, Fioretti E. J Biomed Biotechnol. 
2009;2009:834239.  
 
Wheat sprout extract-induced apoptosis in human cancer cells by proteasomes modulation. 
Bonfili L, Amici M, Cecarini V, Cuccioloni M, Tacconi R, Angeletti M, Fioretti E, Keller JN, 
Eleuteri AM. Biochimie. 2009 Sep;91(9):1131-44.  
 
Natural occurring polyphenols as template for drug design. Focus on serine proteases. 
Cuccioloni M, Mozzicafreddo M, Bonfili L, Cecarini V, Eleuteri AM, Angeletti M. Chem Biol Drug 
Des. 2009 Jul;74(1):1-15. Review.  
 
Homology modeling and docking analysis of the interaction between polyphenols and 
mammalian 20S proteasomes. Mozzicafreddo M, Cuccioloni M, Cecarini V, Eleuteri AM, 
Angeletti M. J Chem Inf Model. 2009 Feb;49(2):401-9.  
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Natural polyphenols as proteasome modulators and their role as anti-cancer compounds. 
Bonfili L, Cecarini V, Amici M, Cuccioloni M, Angeletti M, Keller JN, Eleuteri AM. FEBS J. 2008 
Nov;275(22):5512-26. Review.  
 
Amyloid peptides in different assembly states and related effects on isolated and cellular 
proteasomes. Cecarini V, Bonfili L, Amici M, Angeletti M, Keller JN, Eleuteri AM. Brain Res. 
2008 May 13;1209:8-18.  
 
Wheat sprout extract induces changes on 20S proteasomes functionality. Amici M, Bonfili L, 
Spina M, Cecarini V, Calzuola I, Marsili V, Angeletti M, Fioretti E, Tacconi R, Gianfranceschi 
GL, Eleuteri AM. Biochimie. 2008 May;90(5):790-801.  
 
Oxidative inactivation of the proteasome in Alzheimer's disease. Cecarini V, Ding Q, Keller JN. 
Free Radic Res. 2007 Jun;41(6):673-80.  
 
Binding of aflatoxins to the 20S proteasome: effects on enzyme functionality and implications 
for oxidative stress and apoptosis. Amici M, Cecarini V, Pettinari A, Bonfili L,  
Angeletti M, Barocci S, Biagetti M, Fioretti E, Eleuteri AM. Biol Chem. 2007 Jan;388(1):107-17.  
 
Interplay between protein synthesis and degradation in the CNS: physiological and 
pathological implications. Ding Q, Cecarini V, Keller JN. Trends Neurosci. 2007 Jan;30(1):31-6. 
Review.  
 
Protein oxidation and cellular homeostasis: Emphasis on metabolism. Cecarini V, Gee J, 
Fioretti E, Amici M, Angeletti M, Eleuteri AM, Keller JN. Biochim Biophys Acta. 2007 
Feb;1773(2):93-104.  
 
 
CORSI: 
Corso Tematico: "Introduzione al business: come scrivere un business plan per una science-
based start-up"  
Camerino 4, 5 e 6 Giugno 2007 
 
Corso Tematico: "L'importanza della Spettrometria di Massa in campo Alimentare e 
Ambientale"  
Camerino 28 Novembre 2007 
 
Corso Tematico: Statistica 
Camerino Marzo 2008 - Giugno 2008 
 
Corso Tematico: Guidelines for scientific writing in the "awful" english language - Bill Detrich 
Camerino 21-28 Febbraio 2008 
 
Corso Tematico: Comunicare la ricerca 
Camerino 27-28 Maggio 2008 
 
Corso Tematico: Comunicare in pubblico 
Camerino 28 Maggio 2008 
 
Corso Tematico: Statistica 
Camerino Febbraio - Marzo 2009 
 
 
SEMINARI: 
 
Seminario: Animal Models for Diabetes, Obesity and Metabolic diseases 
Camerino 13 Aprile 2007 
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Seminario: OGM: perché no  
Camerino 14 maggio 2007  
 
Seminario: Thymoquinone (from Nigella Sativa ) and Colon Cancer 
Camerino Maggio 2007 
  
Seminario: Alzheimer's Amyloid Peptide Aggregation. Influence of Biological Membranes 
Camerino 24 maggio 2007 
 
Seminario: I probiotici: perché sono così benefici per la salute umana? Definizioni, studio delle 
loro attività e loro impiego nell’industria alimentare 
Camerino 12 Luglio 2007 
 
Seminario: Investigations on the photostability/instability of sunscreen filters 
Camerino 5 Ottobre 2007 
 
Seminario: Approccio Genomico Psicosociale e Culturale nella Medicina Integrata Mente-
Corpo: La Frontiera del Terzo Millennio 
Camerino 12 Ottobre 2007 
 
Seminario: Academic institutions and the birth of new industries 
Camerino 16 Novembre 2007 
 
Seminario: Interactions of dansylated ddsdeen peptide with N-CAM protein. Potential 
mechanism enhancing neuronal differentiation 
Camerino 10 Aprile 2008 
 
Seminario: S.A.S. W.I.P. 08: enjoying research. Work in progress 
Camerino 18 Aprile 2008 
 
Seminario: Etica delle biotecnologie 
Camerino 17 Aprile 2008 
 
Seminario: Ingredienti redox e invecchiamento: dal mito mediatico all'evidenza scientifica 
Camerino 22 Aprile 2008 
 
Seminario: Health Related Body Composition Assessment 
Camerino 12 Maggio 2008 
 
Seminario: Understanding anorexia nervosa 
Camerino 28 Maggio 2008 
 
Seminario: Mechanisms of intellectual property for protecting innovation  
Camerino 6 Giugno 2008 
 
Seminario: NMR structure determination of proteins in solutions: overview and practical 
example Camerino Settembre 2008 
 
Seminario: Quinoxaline di-N-oxide Radiosensitizers as Novel Antitumor Agents  
Camerino 16 Settembre 2008 
 
Seminario: How to write a paper, how to give a talk, how to referee a scientific paper. 
Camerino 28-29 Ottobre 2008 
 
Seminario: Retinoid homeostasis during mouse embryonic development; Are GPCRs 
asymmetric dimers? 
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Camerino 13 Novembre 2008 
 
Seminario: The NO day 
Camerino 26 Febbraio 2009 
 
Seminario: Maturazione cellulare indotta da ionorisonanza a frequenza di ciclotrone 
Camerino 12 giugno 2009 
 
Seminario: Empowerment: fostering leadership  
Camerino 26 Giugno 2009 
 
Seminario: How to speak in public 
Camerino 26 Giugno 2009 
 
Seminario: Communicating science 
Camerino 30 Giugno 2009 
 
Seminario: Gene expression of Xenopus Laevis versican isoforms during embryonal 
development 
Camerino 7 Luglio 2009 
 
CONGRESSI: 
 
Congresso: Intracellular proteolysis 
Santa Cruz, Tenerife, Spain 5-7 Marzo 2008, poster session 
 
Congresso: International forum on Oxidative Stress and Aging 
Ancona 12-13 Settembre 2008 
 
 
INSEGNAMENTI:  
 
Insegnamento: Diagnostica Molecolare Clinica II (CFU 2+1) nel corso di laurea magistrale in 
Scienze Biomolecolari e Biofunzionali indirizzo Diagnostica Molecolare.  
Camerino: Marzo - Giugno 2008, Ottobre 2008 - Gennaio 2009, Ottobre 2009 - Gennaio 2010. 
 
Supporto alle esercitazioni pratiche per i seguenti corsi: 
Accertamento diagnostico III 
Clinical biochemistry and molecular biology 
Diagnostica Molecolare Clinica II 
 
 
Camerino 18 gennaio 2010 
 
 
